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RESUMO 
Apesar do constante avanço no desenvolvimento de alternativas para produção de 
substitutos ósseos experimentais artificiais, o desenvolvimento de novas terapias 
que superem a eficácia clínica de enxertos ósseos convencionais ainda é 
considerado um desafio para a bioengenharia de tecidos. A falta de biomateriais de 
implante que sejam capazes de promover suporte mecânico e biológico de eficácia 
clínica comprovada favorece a utilização de enxertos ósseos desproteinizados que 
pouco podem estimular a regeneração tecidual. Nesse cenário, a utilização de 
matriz extracelular descelularizada (ECM) tem sido considerada uma estratégia 
promissora para o desnovolvimento de terapias de regeneração tecidual. O tecido 
ósseo fetal apresenta características morfológicas estruturais e de composição de 
matriz extracelular que são muito semelhantes aos tecidos de crescimento e 
cicatrização óssea, por esses motivos pode ser explorado como um candidato 
promissor para o desenvolvimento de biomateriais subtitutos ósseos capazes de 
promover maior qualidade regenerativa como dispositivos de implante. Até o 
momento, não há relatos da caracterização e utilização deste tipo de tecido, e 
tampouco protocolos de processamento descritos. Objetivou-se desenvolver um 
biomaterial ósseo descelularizado produzido a partir de osso fetal bovino que 
possua composição e estrutura morfológica preservadas para utilização em 
biogenharia tecidual. Para isso, uma série de protocolos de descelularização foram 
avaliados e padronizados utilizando técnicas de microscopia óptica e eletrônica, 
bem como testes bioquímicos para quantificação de DNA, hidroxiprolina, sulfato de 
condroitina, SDS residual, análise histológica e de imuno-histoquímica. Os 
resultados apresentados neste estudo demonstraram a efetiva descelularização de 
tecido ósseo fetal bovino tratado com SDS 0,5%, com redução de 96,2% de 
conteúdo de DNA, e preservação de componentes da matriz extracelular óssea 
como colágeno, glicosaminoglicanos e glicoproteínas. Além disso, o arcabouço 
descelularizado de tecido ósseo fetal produzido demonstrou possuir características 
morfológicas que lhe candidatam como um possível e promissor biomaterial 
substituto ósseo que poderá ser utilizado para fins da bioengenharia de tecidos. 
 
Palavras-chave: Osso fetal. Enxerto ósseo. SDS. Biomaterial. Matriz extracelular 
descelularizada (ECM). Substituto ósseo. 
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ABSTRACT 
 
Despite the constant advancement in the development of alternatives for the 
production of artificial experimental bone substitutes, the development of new 
therapies that overcome the clinical efficacy of conventional bone grafts is still 
considered a challenge for tissue bioengineering. The lack of implant biomaterials 
capable of promoting mechanical and biological support of proven clinical efficacy 
favors the use of deproteinized bone grafts that can not stimulate tissue 
regeneration. In this context, the use of decellularized extracellular matrix (ECM) has 
been considered a promising strategy for the development of tissue regeneration 
therapies. Fetal bone tissue presents structural morphological features and 
extracellular matrix composition that are very similar to growth tissues and bone 
healing, so it can be explored as a promising candidate for the development of bone 
subtitute biomaterials able to promote higher regenerative quality as implant devices. 
To date, there have been no reports of the characterization and use of this type of 
tissue, nor have the processing protocols described. The objective was to develop a 
decellularized bone biomaterial produced from fetal bovine bone that has a 
morphological composition and structure preserved for use in tissue bioengineering. 
For this, a series of decellularization protocols were evaluated and standardized 
using optical and electron microscopy techniques, as well as biochemical tests for 
quantification of DNA, hydroxyproline, chondroitin sulfate, residual SDS, histological 
and immunohistochemical analysis. The results presented in this study demonstrated 
the effective decellularization of bovine fetal bone tissue treated with 0.5% SDS, with 
a 96.2% reduction in DNA content, and preservation of extracellular matrix 
components such as collagen, glycosaminoglycans and glycoproteins. In addition, 
the decellularized scaffold of fetal bone tissue produced has been shown to have 
morphological characteristics that are a possible and promising bone substitute 
biomaterial that may be used for tissue bioengineering purposes. 
 
Key words: Fetal bone. Bone graft. SDS. Biomaterial. Decellularized extracellular 
matrix (ECM). Bone substitute. 
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1. INTRODUÇÃO 
 O tecido ósseo é um tipo de tecido conjuntivo especializado que possui como 
funções principais a sustentação mecânica dos movimentos, proteção de órgãos, 
fornecimento de tamanho e forma corporal, abrigo de elementos hematopoiéticos e 
participação da homeostasia mineral relacionada com o metabolismo do cálcio 
(CORADAZZI, 2003.). 
 Em seu estado natural é constituído por uma matriz extracelular que apresenta uma 
fração orgânica composta por células, colágeno tipo I, proteoglicanos de baixo peso 
molecular, proteínas não colágenas e lipídios, que correspondem basicamente, a 
25% do seu peso; uma fração mineral inorgânica formada principalmente por 
deposição de hidroxiapatita, correspondente a 65% do seu peso, e outros 10% de 
água (GALIA, 2004; CASTRO-CESEÑA et al., 2013.).  
 Os distúrbios músculo-esqueléticos são a causa mais comum de dor severa em 
longo prazo e incapacidade física em pacientes em todo o mundo (SHRIVATS; 
MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.). A perda de tecido ósseo está relacionada com 
a redução da qualidade de vida das pessoas, o que implica em importante de 
impacto socioeconômico (ROSE; OREFFO, 2002.). Nos Estados Unidos, lesões e 
doenças ortopédicas já configuram como a causa mais comum para ausência ou 
afastamento das atividades laborais, e também o motivo mais frequente de 
atendimento médico de emergência, sendo mais de 33 milhões de feridas 
ortopédicas e mais de 1,5 milhão de fraturas de ossos longos socorridas a cada ano 
(CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 2014.). 
 A insuficiência óssea clínica é definida como uma descontinuidade na integridade 
do tecido ósseo que requer tratamento cirúrgico (SHRIVATS; MCDERMOTT; 
HOLLINGER, 2014.). A regeneração do tecido ósseo continua sendo um desafio 
importante no campo de cirurgia ortopédica. Apesar do osso possuir capacidade 
natural para a cicatrização, quando ocorrem defeitos grandes ou em tamanho crítico, 
que não se regeneram espontaneamente ao longo da vida do paciente, as funções 
ósseas normais podem ser prejudicadas, causando dor, imobilidade e deformidade 
severa (FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). Defeitos ósseos críticos podem ocorrer 
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como consequência de malformação congênita, osteogênese imperfeita, doença 
degenerativa, infecção grave, lesões traumáticas, não-união de fraturas ou excisão 
de tumor (CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 2014.). 
 A demanda por enxertos ósseos é alta, anualmente, em todo o mundo, são mais de 
2,2 milhões de procedimentos de enxerto ósseo realizados em ortopedia e 
odontologia, sendo considerado o procedimento de transplante de tecido mais 
comum após a transfusão de sangue (FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). Estima-
se que no Brasil, somente o mercado de implantes dentários movimente cerca de 
1,5 milhão de reais a cada ano (ELIAS; VASCONCELLOS; RESENDE, 2012.).  
 Os tratamentos clínicos atualmente encontrados para grandes defeitos ósseos 
ainda são desafiadores. A utilização de transplantes convencionais de autoenxertos 
e aloenxertos configuram entre as mais utilizados, no entanto, por serem 
procedimentos custosos e invasivos, possuem desvantagens que devem sempre ser 
levadas em consideração, principalmente em pacientes idosos. São necessárias 
soluções mais nobres que possam superar as limitações dos enxertos 
convencionais. Abordagens terapêuticas desenvolvidas com enfoque em  
bioengenharia de tecidos e medicina regenerativa são estratégias promissoras que 
no futuro poderão transformar o tratamento de doenças e reconstrução de defeitos 
ósseos (HUTMACHER, 2006; FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). 
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2. BIOENGENHARIA TECIDUAL ÓSSEA 
 A bioengenharia de tecidos se concentra na restauração da forma e função das 
insuficiências teciduais (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.), suas 
abordagens envolvem a combinação de biomateriais e células que em condições 
especiais conferem estímulos bioquímicos e físicos adequados para incentivar a 
formação óssea in vitro (FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). 
 Desde a década de 1990, pesquisadores inspirados pela bioengenharia de tecidos 
concentram esforços para a investigação de terapias clinicamente eficazes para a 
regeneração de insuficiências ósseas e, sobretudo, para o desenvolvimento de 
substitutos para o tecido ósseo (ACCORSI-MENDONÇA et al., 2008; DONG et al., 
2009; REING et al., 2010; RUSSELL et al., 2012; BUSER et al., 2016.).  
 Um substituto ósseo ideal deve atender a critérios fundamentais de segurança para 
utilização, como previsibilidade, reprodutibilidade e claro efetiva regeneração do 
tecido ósseo na aplicação clínica (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.). 
Deve ainda, apresentar qualidades específicas para o tecido ósseo como 
propriedades de osteocondução, osteoindução, osteogênese e osteointegração 
(GHANAATI et al. 2014.).  
 A osteocondução é a capacidade de um substituto ósseo fornecer uma arquitetura 
tridimensional adequada que permita o crescimento de capilares, tecido perivascular 
e células osteoprogenitoras no local de implante. A osteoindução se refere a 
capacidade do substituto ósseo estimular o recrutamento de células ósseas imaturas 
para o local de utilização, e a partir de alguma substância (fator) presente, promover 
a diferenciação dessas células em osteoblastos. Consequentemente, a osteogênese 
é a capacidade que o dispositivo apresenta para permitir que células 
osteoprogenitoras se diferenciam em osteoblastos maduros que produzem de fato o 
tecido ósseo mineralizado. Por fim, a osteointegração, que pode ser compreendida 
como a capacidade de um biomaterial ser fixado de maneira definitiva, rígida, 
clinicamente assintomática e funcional ao osso (URIST,  1965; JOHANSSON; 
ALBREKTSSON, 2001; MOORE et al., 2011.). 
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 Para se produzir uma matriz ideal para o tecido ósseo, é determinante que o 
produto seja constituído por uma rede porosa altamente conectada com tamanhos 
suficientemente grandes para permitir a migração celular, troca de fluidos, 
eventualmente crescimento, e vascularização do tecido. No entanto, apenas 
favorecer o desenvolvimento celular não é o bastante, o papel fisiológico do tecido 
ósseo exige que os biomateriais implantados em locais defeituosos, além de não 
gerar resposta imune, também devem ser capazes de suportar cargas mecânicas 
associadas ao estímulo compressivo funcional do osso (GRUSKIN et al., 2012.). 
 O desenvolvimento de biomateriais especializados, capazes de modular a 
funcionalidade em resposta aos ambientes fisiológicos e mecânicos dinâmicos 
encontrados in vivo, continua sendo um desafio importante para que a engenharia 
de tecidos consiga de fato produzir terapias de reparo ósseo com bons resultados 
clínicos. Apesar de progresso considerável na compreensão das propriedades 
biológicas e físico-mecânicas específicas de diferentes órgãos e tecidos, pode-se 
dizer que ainda existem poucos biomateriais ortopédicos que apresentam 
características biomiméticas e bioresponsivas que resultam em soluções clínicas 
efetivas (HUTMACHER, 2006; FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.).  
De acordo com o relatório de nanotecnologia da União Europeia, o mercado global 
de biomateriais atingiu a marca de 47 bilhões de dólares em 2009 e aumentará para 
113 bilhões de dólares até 2025 (FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). Apesar disso, 
até o momento, a maior parte das tecnologias ortopédicas disponíveis são simples, 
formuladas apenas como materiais de preenchimento, na forma de particulado ou 
blocos de construção. Como estratégias de engenharia de tecido de próxima 
geração, é imprescindível que produtos destinados a regeneração óssea possam 
não só sustentar fisicamente os defeitos ósseos, mas também sustentar 
quimicamente e biologicamente, os fatores de crescimento e células que estarão 
presentes (PAUL et al., 2016.). Será necessário que os dispositivos possam 
demonstrar maior versatilidade e multifuncionalidade, como possibilitar o 
enriquecimento com células, o transporte e capacidade de liberação de fármacos ou 
substâncias estimulantes, reconhecimento de receptores, e possibilidade 
biodegradabilidade programada (HOLZAPFEL et al., 2013.).  
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2.1. BIOMATERIAIS SUBSTITUTOS ÓSSEOS 
 Ao longo do tempo, uma grande variabilidade de biomateriais tem sido desenvolvida 
e testada com a finalidade de serem utilizados como substitutos ósseos, são 
produtos originados a partir de materiais inorgânicos e orgânicos que incluem 
constituintes naturalmente derivados ou sintéticos. Apesar de haver no campo da 
ciência uma extensa variabilidade biomateriais, de diferentes origens e com diversas 
formulações sendo investigados, poucos ainda são clinicamente utilizáveis, Na 
prática, os substitutos ósseos derivados do osso natural, de diversas formas são a 
unanimidade de aplicação clínica (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014; 
FERNANDEZ-YAGUE et al., 2015.). 
2.1.1. Substitutos Ósseos Não Convencionais 
 Por apresentarem uma estrutura e composição com elementos inorgânicos 
semelhantes ao tecido ósseo, materiais inorgânicos como o beta-fosfato tricálcico (β-
TCP), a hidroxiapatita (HA) e cerâmicas de vidro têm sido constantemente 
investigados como possíveis substitutos ósseos (ZHANG, S. et al., 2015; 
NAVARRO; SERRA, 2016.). Até o momento, em diversas pesquisas, o que se 
percebe é que estes biomateriais inorgânicos até apresentam características 
promissoras, como elevada capacidade de compressão e de osteocondutividade, 
que por vezes podem ser igual ou maiores que as observadas no próprio osso, 
entretanto, por possuírem estrutura naturalmente frágil, de menor flexibilidade, suas 
aplicações biológicas geram preocupação, principalmente para correção de defeitos 
de tamanho crítico, pois nesses casos, precisam obrigatoriamente suportar carga 
elevada e conferir alguma elasticidade. Sua aplicabilidade tem sido experimental ou 
indicada apenas para pequenos preenchimentos (DAMIEN; PARSONS, 1991; 
SCHMIT; HOLLINGER; MILAN, 1999; SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 
2014.).  
 Outra aplicação não convencional, e alternativa aos materiais inorgânicos, são os 
materiais derivados de polímeros orgânicos naturais. Esses produtos alternativos 
possuem características biológicas que incentivam suas aplicações na 
bioengenharia de tecidos. São produtos como colágeno (NILLESEN et al., 2007.), 
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ácido hialurônico (KANG et al., 2011.), celulose (TENGOOD et al., 2010.), seda, 
alginato (KOLAMBKAR et al., 2011.) e quitosana (LI et al., 2015.), caracterizados por 
apresentarem biocompatibilidade, permitindo a adesão e migração de células dentro 
de suas estruturas. Na aplicação clínica, as formulações de colágeno, 
principalmente, têm sido muito utilizadas de forma terapêutica para fornecer fatores 
de crescimento e incentivar a regeneração óssea. Apesar de grande diversidade, as 
principais limitações de polímeros orgânicos naturais incluem a falta de suporte 
estrutural e dificuldades no processamento e na purificação dos produtos, além de 
preocupações inerentes quanto à sua imunogenicidade que exigem tratamentos 
adicionais. A possibilidade de variabilidade de lotes diminui a previsibilidade de 
resultados na clínica (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.).  
 Como uma alternativa de padronização dos produtos destinados à bioengenharia de 
tecidos, o campo da síntese de polímeros cresceu consideravelmente. Atualmente, 
técnicas de polimerização, permitem desenvolver arcabouços sintéticos com 
características específicas em micro e macroescala. As características de 
microescala incluem a composição, arquitetura e grupos de ligação utilizados no 
processamento, enquanto que as características de macroescala estão relacionadas 
à porosidade, rigidez e elasticidade dos produtos. Quanto à composição dos 
polímeros sintetizados para biomateriais de regeneração do tecido ósseo, são 
citados na literatura: ácido poliláctico (PLA), ácido poliglicólico (PGA), PLGA, 
policaprolactona (PCL), polietileno (PE), polietilenoglicol (PEG) e polimetacrilato de 
metilo (PMMA), entre outros (HAFEMAN et al., 2008; KIM et al., 2012.).  
Apesar de padronização e grande versatilidade, os polímeros sintéticos também 
apresentam falhas como modelos para bioengenharia de tecidos. De maneira 
inversa ao que se observa nos polímeros orgânicos, que possuem domínios de 
ligação para a matriz extracelular tecidual, a falta bioatividade e a ausência destes 
domínios em polímeros sintéticos restringe as interações positivas entre biomaterial 
e hospedeiro. Além disso, os produtos de degradação de polímeros sintéticos 
geralmente incluem subprodutos ácidos como PLA ou PGA que podem dificultar os 
processos regenerativos (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.). 
20 
 
 
Até o momento, isoladamente, nenhum biomaterial mineral, polímero orgânico ou 
sintético, demonstrou ser capaz de conferir todas as propriedades mecânicas e 
biológicas semelhantes ao osso. As próximas pesquisas caminham no sentido de 
investigar a utilização de diferentes técnicas para tentar melhor mimetizar e reunir as 
propriedades do tecido ósseo (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.).  
2.1.2. Substitutos Ósseos Convencionais 
Apesar de ter havido avanços significativos no que se refere ao entendimento da 
composição e a arquitetura de substitutos ósseos experimentais, na prática, o 
desenvolvimento de novas terapias que superem a eficácia clínica de enxertos 
ósseos convencionais ainda é um desafio para a bioengenharia de tecidos 
(SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.). Se a aplicação clínica de 
substitutos ósseos artificiais ainda é incomum, experimental, e utilizada apenas para 
uma gama restrita de indicações devido à sua eficácia clínica incerta e falta de 
propriedades osteoindutivas, por outro lado, o enxerto ósseo de implantes derivados 
do próprio tecido ósseo consiste no método terapêutico mais difundido e preferido 
para a correção de falhas ósseas (ZHANG, X. et al., 2012.).  
 Dependendo da origem do material, o material de enxerto pode ser denominado 
como enxerto autógeno (osso do próprio paciente), alógeno (osso da mesma 
espécie) ou xenógeno (osso de espécie diferente) (ZHANG, X. et al., 2012.).   
 O enxerto ósseo autógeno é considerado o padrão ouro na prática clínica, pois 
possui  todas as propriedades ideais de um substituto ósseo, no entanto, sua 
utilização possui limitações consideráveis, como a restrição na quantidade de 
material disponível para coleta no paciente, necessidade de cirurgia adicional, 
morbidade relacionada à ferida secundária e a possibilidade de desenvolvimento de 
dor crônica no sítio de coleta (DONG et al., 2009.).  
 Por apresentar propriedades semelhantes, o enxerto ósseo alógeno é uma 
alternativa ao autoenxerto, mas esbarra em preocupações legais e culturais, não 
estando disponível em alguns locais por questões religiosas ou por proibição de 
comercialização de tecidos humanos; por dificuldade logística quando o paciente se 
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encontra em local distante dos centros de distribuição, ou devido ao preço elevado 
do material. Além disso, o osso alogênico pode exibir alterações biomecânicas 
importantes como fragilidade e perda de elasticidade inerentes do processamento 
(liofilização), bem como apresentar risco de rejeição, toxicidade ou transmissão de 
doenças, especialmente HIV e hepatite, para pacientes transplantados. (GHANAATI 
et al., 2014.). 
 Os enxertos xenógenos são obtidos a partir de ossos animais, e devidamente 
tratados, para não haver risco de imunogenicidade, podem apresentar propriedades 
potenciais de osteoindução e osteocondução que são características desejáveis 
para um substituto ósseo (BI et al., 2013.).  
 Felizmente, os ossos de diferentes espécies possuem uma estrutura tecidual 
similar, e devido à sua pronta disponibilidade, e menor custo, podem ser 
amplamente explorados pela bioengenharia de tecidos (BI et al., 2013.).  
 O “osso de Kiel” foi o primeiro tecido ósseo desproteinizado relatado, obtido pela 
imersão de um osso bovino em peróxido de hidrogênio (MAATZ; BAUERMEISTER, 
1957.). Desde então, diferentes métodos para desproteinização óssea emergiram, e 
foi demonstrado que os ossos desproteinizados não só perdem sua reatividade 
imune, mas também pode manter suas atividades de osteoindução e osteocondução 
(LEI et al., 2015.).  
 Na última década, houve um interesse crescente no estudo do osso bovino 
desproteinizado (DBB), devido a manutenção de sua arquitetura trabecular e porosa 
que lhe conferem alto potencial osteocondutivo, permitindo a invasão de vasos 
sanguíneos e células ósseas que consequentemente induzem a ossificação 
(CASTRO-CESEÑA et al., 2013.). Atualmente, estão comercialmente disponíveis 
uma grande diversidade de produtos derivados de ossos bovinos (Bio-Oss® e 
Endobon®) e suínos (OsteoBiol®), que correspondem aos biomateriais mais 
comumente utilizados pela clínica odontológica e ortopédica (ZHANG et al., 2012; 
LEI et al., 2015.). 
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2.1.2.1. Processamento de Substitutos Ósseos Convencionais 
 A biossegurança para utilização de substitutos ósseos naturalmente derivados 
depende obrigatoriamente de procedimentos e processamento para a remoção de 
possíveis agentes patogênicos e citotóxicos, antígenos e príons que possam estar 
presentes nos tecidos. Os tratamentos empregados visam diminuir o risco de 
transmissão de doenças e de rejeição dos implantes por meio da eliminação de 
agentes infecciosos e de antígenos que potencialmente causam resposta imune do 
paciente (WENZ; OESCH; HORST, 2001; RUTALA; WEBER; SOCIETY FOR 
HEALTHCARE EPIDEMIOLOGY OF AMERICA, 2010.).  
 Nos últimos vinte anos, processos de desinfecção e esterilização para substitutos 
ósseos tem sido amplamente estudados, mas raramente, compostos químicos foram 
provados para fornecer resultados de inativação consistentes (SCHALLER et al., 
1999; BI et al., 2013.). 
 A antigenicidade no osso é detectada em diferentes níveis, geralmente, é baixa em 
regiões compactas e de matriz intensamente mineralizada, e alta em áreas 
esponjosas, com muita matriz orgânica como nas regiões trabeculares e de 
superficies ósseas. Isso ocorre devido a presença de MHC-I e MHC-II, principais 
fontes de antígenos que induzem resposta imune, que são expressos em osteócitos, 
osteoblastos, osteoclastos, condrócitos, condroblastos, células da medula óssea e 
do tecido adiposo que podem estar presentes no enxerto ósseo (LEI et al., 2015.).  
 Além da preocupação com remoção de antígenos celulares, a presença de príons é 
igualmente preocupante por serem bastante resistentes aos procedimentos 
convencionais de esterilização (QIN; O’DONNELL; ZHAO, 2006.). Os príons são 
partículas infeciosas originadas a partir de fragmentos proteicos defeituosos que são 
insolúveis no meio intracelular, e podem causar doenças incuráveis como 
Creutzfeldt-Jakob (CJD) em humanos, e a encefalopatia espongiforme em bovinos 
(BSE). A possibilidade de transmissão iatrogênica destas doenças gera 
preocupações consideráveis para o desenvolvimento de aloenxertos e xenoenxertos 
(BI et al., 2013). No entanto, vale ressaltar que embora se tenha provado a 
existência da variante humana da CJD (vCJD) relacionada ao consumo de alimentos 
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infecciosos bovinos, até o momento, nenhum dos pacientes mundialmente 
diagnosticados com vCJD apresentou histórico cirúrgico ou uso de enxertos (WILL et 
al., 1996.). Além disso, dados teóricos e experimentais indicam que o uso desses 
substitutos ósseos naturalmente derivados são seguros, e desde que originados de 
rebanhos livres da doença e devidamente processados, não apresentam risco 
mensurável de transmissão de doenças priônicas aos pacientes. Em ordem de 
grandeza, haveria um risco maior associado a possibilidade de um paciente ser 
morto por eventos naturais, como por exemplo, raios ou tornados, do que devido ao 
desenvolvimento de uma vCJD/BSE transmitida por substitutos ósseos 
(HILDEBRANDT, 1996; SOGAL; TOFE, 1999.) 
2.1.2.1.1. Tratamentos Químicos Convencionais 
 A Organização Mundial de Saúde (OMS) sugere apenas o hidróxido de sódio 
(NaOH), hipoclorito de sódio (NaClO) e peróxido de hidrogênio (H2O2) como 
métodos de tratamento para enxertos ósseos, principalmente, devido ao seu 
potencial para a desativação de príons (SCHALLER et al., 1999; BI et al., 2013). 
Historicamente, protocolos que utilizam soluções oxidantes fortes como peróxido de 
hidrogênio, hidrazina, hidróxido de sódio ou hipoclorito de sódio foram e ainda são 
os métodos de desproteinização convencionalmente mais utilizados. Associados aos 
métodos químicos convencionais, métodos físicos que envolvem controle de pressão 
e temperatura foram adicionados, no entanto, as influências desses processos de 
tratamento sobre as propriedades naturais e consequências sobre a qualidade do 
enxerto raramente foram estudadas. Ainda são raros os protocolos convenientes e 
melhorados que realmente conferem algum ganho em qualidade final aos tecidos 
processados (SCHALLER et al., 1999; BI et al., 2013; LEI et al., 2015.). 
 Em poucos estudos que compararam diferentes tratamentos, foi verificado que o 
uso de NaOH e NaClO induzem mudanças deletérias consideráveis na arquitetura e 
conteúdo mineral de materiais tratados. Embora o tratamento com NaClO tenha 
efeito mais fraco do que NaOH, ambos promovem perdas significativas nas 
propriedades estruturais, mecânicas e até biocompatíveis de ossos esponjosos 
(BROZ et al., 1997; BI et al., 2013.).  
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 Foi descrito também que por formar menor quantidade de resíduos, e ser 
degradado rapidamente em água e oxigênio, o H2O2 tende a apresentar menos 
efeitos negativos ao tecido ósseo quando comparado com NaOH e NaClO. O H2O2 
também foi capaz de produzir ossos esponjosos mais limpos e com morfologia 
melhor preservada (BI et al., 2013), no entanto, sua utilização demonstrou ter efeito 
deletério significativo sobre a osteoindução em produtos alógenos tratados 
(RUSSELL et al., 2012; LEI et al., 2015.). 
 De modo geral, os tratamentos convencionais de desproteinização óssea são 
realizados com lavagens em soluções alcalinas e em altas temperaturas, que de 
maneira extensa e agressiva, promove a remoção dos componentes orgânicos do 
tecido conjuntivo, restos de medula e demais componentes de proteína óssea. Ao 
fim do processo, são perdidas uma série de substâncias importantes que compõem 
a matriz óssea orgânica e atuam como fatores estimulantes para a regeneração 
tecidual, resta como biomaterial de implante apenas os componentes da matriz 
óssea inorgânica e sua arquitetura (GRUSKIN et al., 2012; GHANAATI et al., 2014.).  
 A arquitetura porosa ostocondutiva presente nos materiais resultantes desses 
tratamentos pode apresentar deteriorações na superfície ou bordas, pequenas 
fissuras, estilhaços, e grandes mudanças de conteúdo mineral, que promovem 
redução acentuada na resistência mecânica do enxerto, e comprometem as 
atividades de adesão osteoblástica e de diferenciação in vitro e in vivo nos 
biomateriais (BROZ et al., 1997; RUSSELL et al., 2012; BI et al., 2013; GHANAATI 
et al., 2014; MESQUITA et al., 2015.)  
 Embora existam alguns estudos preocupados com as propriedades físicas e 
químicas do osso desproteinizado, e os efeitos da remoção de colágeno em suas 
propriedades mecânicas, ainda são raras as informações sobre a cinética dos 
processos de desproteinização óssea (BERTAZZO; BERTRAN, 2008.). Também há 
escassez de informações sobre a comparação paralela de diferentes métodos de 
desproteinização empregados em diferentes tipos de ossos, corticais e esponjosos, 
jovens e adultos e de espécies diferentes. Estas informações poderiam proporcionar 
novos conhecimentos sobre as diferenças estruturais e de constituição da matriz 
óssea, bem como, sinalizar em que proporções a alteração de seus constituintes e 
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de sua estrutura interferem no desenvolvimento, funcionalidade e aplicabilidade de 
diferentes materiais de enxerto (CASTRO-CESEÑA et al., 2013.). 
 A maioria dos trabalhos que investiga a utilização de DBB, tem focado apenas em 
sua aplicabilidade e efeitos clínicos em longo prazo, principalmente, como implantes 
orais (BERTAZZO; BERTRAN, 2008.). Apesar de o desempenho clínico destes 
biomateriais desproteinizados ter sido confirmado, e amplamente aceito por médicos 
e pacientes (ZHANG, X. et al., 2012.), do ponto de vista biotecnológico, trata-se de 
arcabouços que são puramente minerais e osteocondutores, que não são capazes 
de melhorar a regeneração óssea, pois não apresentam propriedade osteoindutora 
relevante (GALIA, 2004; GRUSKIN et al., 2012.). Foi verificado que materiais de 
reparação óssea como Bio-Oss®, exibem um efeito clínico relativamente fraco, 
decorrente de um processo celular de recobrimento lento e rastejante que limita a 
sua aplicação em defeitos ósseos de tamanho crítico (LEI et al., 2015.).  
2.1.2.1.2. Tratamentos de Descelularização da Matriz Óssea 
 Pesquisas tem demonstrado o papel fundamental da matriz extracelular (ECM) 
tecidual em processos regenerativos de diversos órgãos (BADYLAK; FREYTES; 
GILBERT, 2009; BADYLAK; FREYTES; GILBERT, 2009; BADYLAK; TAYLOR; 
UYGUN, 2010; DAVIS et al., 2011; MCCOY, 2013; ALFORD; KOZLOFF; 
HANKENSON, 2015; WANG et al., 2015; MANSOUR et al., 2017.). 
 Para superar as restrições práticas e limitações clínicas dos enxertos 
convencionais, a ECM proveniente de descelularização de tecidos ósseos pode ser 
utilizada como possível biomaterial de implante para oferecer maior especificidade 
tecidual, favorecer a atividade celular e potencializar a regeneração óssea no local 
de enxerto (BENDERS et al., 2013; BROWN; BADYLAK, 2014 CHENG; SOLORIO; 
ALSBERG, 2014.).  
 A descelularização óssea é um processo que remove o conteúdo celular presente 
no osso e mantém os componentes naturais da ECM orgânica e inorgânica nativa do 
tecido, é capaz de fornecer um suporte estrutural tridimensional específico que 
oferece um meio adequado e propício para desenvolvimento das células (FU et al., 
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2014; PAPADIMITROPOULOS et al., 2015.). A aplicação dessa técnica minimiza os 
problemas de biocompatibilidade, pois não é imunogênico entre diferentes espécies, 
também favorece o desenvolvimento de produtos mais osteoindutivos, pois mantém 
em sua composição tridimensional os constituintes de matriz extracelular orgânica, 
proteínas e os fatores de crescimento remanescentes bem conservados e ativos 
(HUTTER et al., 2000; BADYLAK, 2004.). Por todas essas características, a 
utilização de ECM pode representar um caminho mais rápido para o 
desenvolvimento de biomateriais de maior potencial do que pela investigação de 
matrizes sintéticas bioartificiais (LU et al., 2013.).  
 Atualmente, são descritos diversos protocolos de descelularização óssea que 
podem variar de acordo com o tipo de material utilizado e a finalidade dos 
arcabouços produzidos. De modo geral, utilizam de métodos físicos com etapas de 
congelamento, de métodos químicos com detergentes iônicos como dodecil sulfato 
de sódio (SDS) e o Triton X-100, e de métodos enzimáticos complementares. As 
ECMs ósseas são produzidas de diversas maneiras, mas principalmente, para 
serem utilizadas em caráter investigativo por pesquisas de biogenharia tecidual, 
como arcabouço de cultivo celular. (BENDERS et al., 2013.) 
 Originalmente, o primeiro produto ósseo descelularizado desenvolvido foi produzido 
a partir de osso cortical humano moído e desmineralizado por tratamento ácido, 
resultando em um gel de matriz óssea desmineralizada (DBM). Este gel pode ser  
processado para ser armazenado na forma de pó ou grânulos para depois ser 
utilizado (GUTIERRES et al., 2006;  SAWKINS et al., 2013.). 
 Dependendo do método de preparo, DBM pode conter além de proteína colágena 
abundante, proteínas não colágenas, glicoproteínas e proteoglicanos, além de 
fatores de crescimento, como fator de crescimento de fibroblastos (FGF), fator 
transformador de crescimento (TGFβ) e proteínas morfogenéticas ósseas (BMP). 
Todos esses componentes são os grandes responsáveis por promover melhor 
capacidade de osteoindução e osteogênese desses materiais (MOORE et al., 2011; 
PAPADIMITROPOULOS et al., 2015.).  
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 Enquanto a rede de colágeno presente em DBM fornece estrutura osteocondutiva e 
algum efeito de osteoindução, as demais proteínas constituintes da matriz óssea são 
as que exibem efeito osteoindutivo importante, principalmente as proteínas 
morfogenéticas ósseas, que juntamente com fatores de crescimento, são 
responsáveis pelo início de cascata de quimiotaxia de células osteoprogenitoras e 
diferenciação de células ósseas. Ambos os efeitos são importantes, mas é a 
natureza osteoindutiva de DBM que permite que a regeneração óssea de um defeito 
ocorra ao longo de todo o material ao invés de ocorrer apenas nas bordas  (MOORE 
et al., 2011.). 
 Apesar de osteoindutiva, por sua característica física, e por geralmente ser 
associada a um veículo viscoso como dispositivo de implante, DBM não é capaz de 
oferecer o suporte físico estrutural necessário na correção de falhas ósseas de 
tamanho crítico, consequentemente, sua principal utilização clínica é como material 
de enchimento ósseo ou de cavidade (MOORE et al., 2011; PAPADIMITROPOULOS 
et al., 2015.).  
 O efeito osteoindutivo de DBM foi bem descrito em diferentes modelos animais, no 
entanto, por apresentar resultados diversos, sua atividade biológica demonstrou ser 
extremamente variável e imprevisível, dependente de fatores individuais de cada 
paciente (GRUSKIN et al., 2012.), do doador de origem (SCHWARTZ et al., 1998.) 
ou do método de esterilização utilizado (CASTIGLIA et al., 2009.).  
 Em humanos, ainda há escassez de estudos clínicos bem detalhados sobre a 
utilização de arcabouços ósseos descelularizados, apesar disso, estima-se que mais 
de 1 bilhão de dólares por ano são movimentados em produtos e estratégias que 
fazem uso de algum derivado de DBM para o reparo ósseo, representando cerca de 
20% dos procedimentos cirúrgicos que utilizam enxerto ósseo (GRUSKIN et al., 
2012; SAWKINS et al., 2013; CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 2014.).  
  O desenvolvimento de ECM óssea ou DBM eficientes dependem da preservação 
de fatores bioativos derivados do osso de origem. O uso de ECM recuperado de um 
osso maduro, por exemplo, pode não corresponder em quantidade e qualidade de 
sinalização necessária para induzir uma nova formação ou regeneração óssea. 
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Nesse sentido, o uso de matrizes mais jovens que forneçam fatores primitivos 
envolvidos no desenvolvimento ósseo ou na cicatrização de fraturas, poderiam 
induzir uma regeneração óssea mais eficiente (PAPADIMITROPOULOS et al., 
2015.). 
 Foi demonstrado que a ECM óssea obtida do cultivo in vitro de células ósseas, de 
origem humana ou animal, em diferentes estágios de maturação, era capaz de 
sustentar a propagação celular indiferenciada e também de melhorar drasticamente 
a diferenciação osteogênica de células mesenquimais (MSC) (DATTA et al., 2005; 
PHAM et al., 2008.). Quando testada in vivo, demonstrou ser eficiente como enxerto, 
apresentando boa vascularização e capacidade de sofrer remodelação para um 
tecido ósseo imaturo (PEI; HE; KISH, 2011; TOUR; WENDEL; TCACENCU, 2011.).  
 Estudos avançados tem demonstrado que matrizes descelularizadas de cartilagem 
hipertrófica de MSC humana foram capazes de promover remodelação em tecido 
ósseo, de maneira muito semelhante ao processo de ossificação endocondral 
(PAPADIMITROPOULOS et al., 2015.). 
 O fato que pequenas alterações composicionais da matriz extracelular podem 
promover diferentes comportamentos celulares nos tecidos, permite afirmar que 
arcabouços descelularizados de tecidos em diferentes estágios, de desenvolvimento, 
ou metabolismo, podem promover diferentes intensidades de resposta quando 
utilizados como biomateriais de implante (BADYLAK; TAYLOR; UYGUN, 2010; 
CHIM et al., 2013; WILLIAMS et al., 2014.).  
 Até o momento, nenhum substituto ósseo produzido a partir da matriz extracelular 
descelularizada conseguiu conferir suporte estrutural em defeitos ósseos de 
tamanho crítico. Também não existem ainda, para a regeneração óssea, produtos 
testados a partir de arcabouços desenvolvido de tecidos fetais, ou provenientes de 
áreas exclusivas de desenvolvimento ou regeneração do tecido ósseo (BENDERS et 
al., 2013; PAPADIMITROPOULOS et al., 2015.). É possível que de modo 
semelhante ao observado em outros tecidos, a matriz do tecido ósseo fetal em 
desenvolvimento possua diferenças de substâncias, sinalização ou estrutura, que 
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modulem a atividade celular de maneira diferente a matriz adulta (CHIM et al., 2013; 
KUSUMBE; RAMASAMY; ADAMS, 2014; WILLIAMS et al., 2014.).  
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3. JUSTIFICATIVA 
Tendo em vista que a matriz óssea fetal em amplo desenvolvimento possui 
semelhança estrutural e de composição com as matrizes ósseas presentes nas 
zonas de crescimento e nos calos ósseos formados em áreas de cicatrização de 
fraturas; e que matrizes jovens podem apresentar características próprias que se 
diferenciam daquelas observadas na matriz extracelular adulta; diante da incessante 
busca por biomateriais de enxerto que possam ser utilizados em terapias mais 
efetivas para o reparo ósseo, e uma vez que ainda não existem produtos de matriz 
extracelular descelularizada que sejam osteoindutores e capazes de conferir suporte 
mecânico para aplicação clínica em ortopedia e odontologia; o presente estudo se 
justifica pela possibilidade de poder desenvolver uma matriz de tecido ósseo a partir 
de tecido fetal bovino, de maneira inédita, visando no futuro, sua posterior utilização 
como biomaterial pela bioengenharia de tecidos.  
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4. OBJETIVOS 
4.1. OBJETIVO GERAL 
 Desenvolver um método de descelularização para o osso fetal bovino que preserve        
a estrutura e composição da matriz extracelular do tecido ósseo fetal. 
4.2.OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
• Verificar a morfologia tecidual do osso fetal bovino quando submetido à diferentes 
tratamentos químico de processamento de enxertos e de descelularização de 
tecidos. 
• Testar em ossos adultos o processo de descelularização proposto para ossos 
fetais; 
• Quantificar a presença de conteúdo químico residual proveniente do processo de 
descelularização em tecidos ósseos fetais e adultos descelularizados; 
• Verificar a presença de constituintes essenciais da matriz óssea extracelular em 
tecido ósseo nativo e em matrizes descelularizadas, em comparação com 
biomaterial comercial; 
• Quantificar a composição química elementar presente em tecido ósseo nativo e em 
matrizes descelularizadas, em comparação com biomaterial comercial. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
32 
 
 
5. METODOLOGIA 
 O presente estudo foi desenvolvido junto ao grupo de pesquisa em bioengenharia 
tecidual do Laboratório de Ultraestrutura Celular Carlos Alberto Redins (LUCCAR), 
com sede no Centro de Ciências da Saúde da Universidade Federal do Espírito 
Santo (CCS-UFES), com autorização prévia para experimentação da Comissão de 
Ética no Uso de Animais (CEUA-UFES – Processo 42/2016), e financiamento 
concedido pela Fundação de Amparo à Pesquisa do Espírito Santo (FAPES). 
5.1. COLETA DE MATERIAL 
 Os ossos de fetos bovinos machos, com idade gestacional entre sete e oito meses 
de desenvolvimento, foram coletados imediatamente após o abate de fêmeas 
gestantes em abatedouro frigorífico (Frigorífico Cariacica S.A – MAFRICAL, 
Cariacica - ES) devidamente inspecionado e certificado pelo Serviço de Inspeção 
Federal do Ministério de Agricultura, Pecuária e Abastecimento (SIF/MAPA/Brasil).  
 Após a coleta, o material foi acondicionado em sacos plásticos e armazenado em 
caixas térmicas contendo gelo, e transportados de maneira rápida (30 minutos) até o 
Laboratório de Ultraestrutura Celular Carlos Alberto Redins, local onde foram 
devidamente limpos e dissecados. 
 Após a limpeza e dissecação, para desenvolvimento do estudo, foram selecionadas 
as áreas específicas dos centros de ossificação endocondral dos côndilos e da 
região de metáfise de fêmures e tíbias. Com utilização de serra elétrica circular, e 
sob constante irrigação para evitar o aquecimento do material, o osso esponjoso 
presente nessas regiões ósseas foi devidamente removido na forma de fragmentos 
ósseos que mediam cerca de 2,0 a 3,0 cm de diâmetro e 0,5 cm de espessura. Após 
serem serrados, todos os fragmentos ósseos foram lavados em água corrente e 
distribuídos de forma aleatória em grupos submetidos a diferentes tratamentos.  
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5.2. ANÁLISE DE SUPERFÍCIE DO TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO SUBMETIDO 
A DIFERENTES MÉTODOS QUÍMICOS DE PROCESSAMENTO CONVENCIONAL 
DE XENOENXERTOS – EXPERIMENTO 1 
 Para verificar possíveis alterações na superfície do osso fetal bovino, quando 
submetido a diferentes métodos químicos de processamento que 
convencionalmente são utilizados para ossos animais, preliminarmente, foi realizado 
experimento piloto, adaptado de protocolos anteriormente descritos para o 
processamento de xenoenxertos provenientes de ossos bovinos adultos (BROZ et 
al., 1997; GUTIERRES et al., 2006; ACCORSI-MENDONÇA et al., 2008; GALIA, C. 
R. C. et al., 2009; LEI et al., 2015.). 
 Os fragmentos ósseos limpos, previamente selecionados, foram divididos em cinco 
grupos (contendo 100g de tecido ósseo cada) submetidos a diferentes tratamentos 
químicos. Foram utilizados cinco tratamentos distintos, glutaraldeído (GA 0,6%/110 
horas), hipoclorito de sódio (NaClO 0,5%/110 horas ou NaClO 2,25%/90 minutos) e 
peróxido de hidrogênio (H2O2 10%/15 horas ou H2O2 10%/40 horas). As amostras 
de cada grupo, em temperatura ambiente, foram tratadas por imersão em 400 mL de 
solução de um dos tratamentos descritos, sob agitação contínua em plataforma 
orbital (300 rpm).  
 Após finalizado o tempo de tratamento proposto para cada grupo, todas as 
amostras foram lavadas em solução tampão PBS para remoção de resíduos, duas 
vezes, por 30 minutos, e em seguida, foram secas em estufa a 37°C durante 48 
horas. Após secagem, com auxílio de micromotor elétrico (LB100, Beltec) acoplado 
com broca trefina (6,2 mm), foram removidas amostras ósseas cilíndricas de 0,6 cm 
diâmetro e 0,5 cm de espessura.  
 As amostras cilíndricas representativas de cada tratamento químico foram fixadas 
(glutaraldeído 2,5% + formaldeído 2%) em solução tamponada (Cacodilato 0,1mol/L) 
por 24 horas e posteriormente lavadas em tampão Cacodilato (0,1 mol/L; pH 7,2-7,4) 
para pós-fixação em solução de ferrocianeto de potássio 1,25% e Tetróxido de 
Ósmio 1,0% tamponadas (Cacodilato 0,1mol/L) por uma hora a temperatura 
ambiente. Posteriomente, as amostras foram novamente lavadas com tampão 
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cacodilato 0,1M. As amostras foram desidratas em gradiente crescente de etanol (0, 
30, 50, 70, 90 e 100%) por 30 minutos cada banho e levadas para secagem em 
ponto crítico (Autosandri-815, Tousimis).  
 Após secagem em ponto crítico, as amostras cilíndricas foram dispostas em posição 
transversal e longitudinal nos porta espécimes, e em seguida, cobertas com ouro em 
metalizador (Desk V, Denton Vaccum) para visualização em microscópio eletrônico 
de varredura (Jeol, JEM6610 LV operado a 20KV com filamento de Tungstênio).  
5.3. ANÁLISE DE SUPERFÍCIE DO TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO SUBMETIDO 
AOS TRATAMENTOS QUÍMICOS COM PERÓXIDO DE HIDROGÊNIO (10% OU 
30%), TRITON X-100 (TRITON 3%) OU DODECIL SULFATO DE SÓDIO (SDS 
0,5%) – EXPERIMENTO 2  
 Após a realização do Experimento 1, e definição que os métodos convencionais de 
desproteinização em peróxido de hidrogênio foram os que melhor preservaram a 
estrutura óssea fetal, foi realizado o experimento 2 com o intuito de comparar 
diferentes métodos de processamento ósseo, desproteinizantes ou 
descelularizantes. Nesse caso, para verificar o aspecto morfológico do tecido ósseo 
fetal bovino quando submetido ao tratamento com peróxido de hidrogênio (H2O2), 
sob duas concentrações diferentes, ou com detergentes iônicos Triton X-100 
(TRITON, ®Sigma Aldrich, USA) ou dodecil sulfato de sódio (®Sigma Aldrich, USA), 
foram utilizados protocolos adaptados anteriormente descritos para o 
processamento de biomateriais provenientes de tecidos bovinos e suínos adultos 
(ZHANG, XUEHUI et al., 2013; XU et al., 2014;  LEI et al., 2015.) 
 De modo semelhante ao experimento 1, novos fragmentos ósseos limpos, 
previamente selecionados, porém conservados em freezer (-80 °C), foram divididos 
em cinco grupos (contendo 100g de tecido ósseo cada) submetidos a diferentes 
tratamentos químicos. Foram utilizados cinco tratamentos distintos, solução tampão 
fosfato salino (PBS, pH 7,4, 8 horas), H2O2
 
10% (40 horas), H2O2
 
30% (8 horas), 
TRITON 3% (em solução tampão Tris-HCl, 10 mM, pH 7,8 + Ácido Etilenodiamino 
Tetra-Acético 0,1%, 72 horas) ou SDS 0,5% (em solução tampão Tris-HCl, 10 mM, 
pH 7,8 + Ácido Etilenodiamino Tetra-Acético 0,1%). As amostras de cada grupo 
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foram tratadas, em temperatura ambiente, por imersão em 400 mL de solução de um 
dos tratamentos descritos, sob agitação contínua em plataforma orbital (300 rpm).   
 Após tratamento, todas as amostras seguiram rigorosamente as mesmas etapas de 
lavagem, secagem, e preparo das amostras para microscopia eletrônica conforme 
descrito no Item 5.2 (Experimento 1).  
 Para melhor diferenciação visual e caracterização morfológica (LESSER; NETO, 
2016.), imediatamente após a remoção, as amostras cilíndricas representativas de 
cada tratamento químico, também foram levadas para observação em 
estereomicroscópio trinocular (Modelo Stemi 2000-C, ZEISS). As imagens foram 
obtidas utilizando uma câmera digital (Axio Cam ERc5s, ZEISS) acoplada ao 
equipamento. O software utilizado para obtenção das imagens foi o Axion Vision 
Release 5.8.2. 
5.4. DESCELULARIZAÇÃO DE TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO EM SOLUÇÃO 
SDS 0,5% – EXPERIMENTO 3 
 Após a realização do experimento 2, para promover a descelularização do tecido 
ósseo fetal bovino, foram utilizados protocolos adaptados anteriormente descritos 
para o processamento de biomateriais provenientes de tecidos bovinos e suínos 
adultos (BENDERS et al., 2013; CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 2014;  XU et al., 
2014; LEI et al., 2015.) 
 Da mesma forma que ocorrido no experimento 2, novos fragmentos ósseos, limpos 
e previamente selecionados, desta vez adultos (A) e fetais (F), conservados em 
freezer (-80 °C), pesando aproximadamente 100g, foram tratadas por imersão em 
400 mL de solução tampão Tris-HCl (10 mM, pH 7,8) contendo SDS 0,5% e Ácido 
Etilenodiamino Tetra-Acético (EDTA) 0,1%, sob agitação contínua em plataforma 
orbital (300 rpm), à temperatura ambiente, durante 72 horas. As soluções foram 
trocadas a cada 24 horas.  
 Após tratamento, para remoção de resíduos da etapa de descelularização, todas as 
amostras foram lavadas durante 24 horas em solução tampão PBS (pH 7,4). Esta 
etapa de lavagem foi repetida por mais dois ciclos de 30 minutos. Finalizada a 
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lavagem, as amostras foram secas em estufa a 37 °C durante 48 horas. Após 
secagem, com auxílio de micromotor elétrico (LB100, Beltec) acoplado com broca 
trefina (6,2 mm) e disco diamantado (D.S320/0,15.HP, Frank Dental), foram 
removidas as amostras ósseas de tecido adulto descelularizado (AD) e tecido fetal 
descelularizado (FD) na forma de discos (0,6 cm diâmetro e 0,2 cm de espessura). 
Estas amostras foram mantidas em freezer (-80 °C) até serem processadas em 
análises posteriores, juntamente com amostras de tecido ósseo adulto controle (AC, 
nativo) e tecido ósseo fetal controle (FC, nativo), coletadas de forma similar, porém 
não tratados, e com amostras de produto comercial de xenoenxerto convencional de 
tecido ósseo bovino (Bio, OrthoGen®, Baumer). Todas as amostras (AC, AD, FC,  
FD e BIO) foram analisadas em procedimentos posteriores.   
5.4.1. Determinação de Conteúdo de DNA 
 Para realizar a análise de determinação de conteúdo de DNA,  foi utilizado protocolo 
de extração salina anteriormente descrito na literatura (HANOTTE; BRUFORD; 
BURKE, 1992 ; adaptado por David Vieites - U.C. Berkeley.), as amostras de tecido 
ósseo bovino (AC, AD, FC, FD) tratadas e manipuladas em ambiente de fluxo 
laminar estéril (tratado com luz ultravioleta por 15 minutos) mantidas em freezer -80 
°C, juntamente com amostras de produto comercial de xenoenxerto convencional de 
tecido ósseo bovino (Bio, OrthoGen®, Baumer), foram devidamente preparadas em 
tubos de polipropileno de 2 mL com tampa rosqueável (FastPrep®, Qbiogene), 
contendo 1 mL de solução PBS (pH 7,4) e uma esfera cerâmica (FastPrep®, 
Qbiogene) estéreis. Os tubos preparados foram processados em homogeneizador 
de amostras (Modelo FASTPREP–24™ 5G, MP BIOMEDICALS), sob velocidade 
calibrada (6 m/s), em quatro ciclos de 30 segundos de duração. Entre cada ciclo, os 
tubos contendo as amostras foram refrigerados em gelo durante cinco minutos 
(SARAH BECK-CORMIER, [S.d.].). Após a homogeneização, as amostras foram 
secas em equipamento liofilizador (Modelo L101, Liotop®) durante 24 horas, no 
Laboratório Multiusuário de Análises Biomoleculares (LABIOM) do Centro de 
Ciências da Saúde – CCS/UFES. 
 As amostras secas de AC, AD, FC, FD e Bio (n=5 cada), foram alocadas em 
microtubos de 2 mL estéreis contendo solução de lise composta por 410 µL de 
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buffer de extração (0,2 mL Tris 1M pH 8 / 0,4mL NaCl 5M / 0,4 mL EDTA 0,5M pH 8 
/ 19 mL de água ultrapura), 80 µL de SDS à 10% e 15µL de proteinase K (20 µg/µL). 
Em seguida, os tubos foram incubados à 55 °C overnight.  
 Após encubação, os tubos foram centrifugados a 13.700 rpm por 5 minutos. O 
sobrenadante foi transferido para novos microtubos e a eles adicionados 180 µL de 
NaCl 5M, as amostras foram homogeneizados até a formação de um precipitado de 
cor branca. Os tubos foram novamente centrifugados a 13.700 rpm por 5 minutos, o 
sobrenadante foi novamente transferido para novos microtubos e foram adicionados 
800 µL de isopropanol gelado. Os microtubos foram homogeneizados e 
centrifugados a 13.700 rpm, agora por 7 minutos. O sobrenadante foi descartado. No 
tubo remanescente, foram adicionados 250 µL de etanol à 80% homogeneizados 
suavemente. Os microtubos foram centrifugados a 13.700 rpm por mais 7 minutos, e 
a eles novamente foram adicionados 250 µL de etanol à 80% e homogeneizados 
suavemente. Fez-se novamente a centrifugação dos microtubos a 13.700 rpm por 7 
minutos e o sobrenadante foi descartado. O etanol residual foi evaporado à 55 °C 
por 30 minutos em estufa estéril. O DNA contido nos microtubos das amostras foi 
ressuspenso em 50 µL de água ultrapura e mantidos overnight em geladeira (4 °C) 
para diluição. Por fim, procedeu-se com leitura em triplicata em equipamento 
espectrofotômetro (Modelo NanoDrop® 2000, Thermo Scientific) no Laboratório 
Multiusuário de Análises Biomoleculares (LABIOM) do Centro de Ciências da Saúde 
– CCS/UFES.  
5.4.2. Determinação de Hidroxiprolina 
 Para determinação do aminoácido hidroxiprolina foi utilizado protocolo adaptado de 
métodos anteriormente descritos na literatura (EDWARDS; O ’BRIEN, 1980; 
REDDY; ENWEMEKA, 1996.), inicialmente foi confeccionada uma curva padrão de 
hidroxiprolina (Sigma Aldrich, USA), a partir de solução com 2.600 µg/mL do 
aminoácido. As diluições foram realizadas de forma seriada com água destilada na 
proporção 1:1, de modo que os diluídos presentes nos microtubos apresentavam 
concentrações entre 2,5 e 1.300 µg/mL de hidroxiprolina. De cada microtubo diluído, 
foram transferidos 50 µL para novos microtubos.  
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 As amostras de tecido foram inicialmente acondicionados em tubos de 15 mL 
contendo 50 µL de hidróxido de sódio (7N) para realização de hidrólise alcalina. 
Juntamente, como branco, foi utilizado um tubo contendo apenas 50 µL de hidróxido 
de sódio, que foi submetido a todas as etapas do processamento.  Os tubos foram 
autoclavados à 120 °C (p ≈ 98,1 kPa) por 40 minutos. Posteriormente, foram 
adicionados aos tubos, o volume de 50 µL de ácido sulfúrico (3,5 M) para 
acidificação do hidrolisado. Neste momento, as amostras diluídas em 100 µL foram 
avolumadas, adicionadas com 900 µL de água destilada. Uma alíquota de 50µL foi 
transferida para novo microtubo.  
 Foram adicionados aos microtubos de amostras, de alíquotas da curva padrão, e ao 
branco, 450 µL de Cloramina T (0,0025M). Após 25 minutos, em temperatura 
ambiente, foram adicionados aos tubos 500 µL de reagente de Erlich (0,5M) e em 
seguida foram mantidos em banho maria a 60 °C por 15 minutos.  
 Por fim, as amostras foram aliquotadas em microplaca de 96 poços, em triplicata, e 
foram lidas à absorbância de 560 nm em leitora de placa (Modelo Varioskan Flash, 
Thermo Fisher). Os valores de absorbância obtidos foram calculados utilizando a 
equação da curva padrão. 
5.4.3. Determinação de Sulfato de Condroitina (Sco 1, 2 e 3) 
 Para a determinação dos glicosaminoglicanos na forma de sulfato de condroitina 
(Sco 1, 2 e 3) foi utilizado protocolo adaptado de métodos anteriormente descritos na 
literatura (KARLSSON; BJÖRNSSON, 2001; ZVAROVA et al., 2016.), foi 
confeccionada uma curva padrão, partindo de uma solução contendo 800 µg/mL de 
sulfato de condroitina. As diluições foram realizadas de forma seriada com água 
destilada na proporção 1:1, de modo que os diluídos presentes nos microtubos 
apresentavam concentrações entre 3,1 e 400 µg/mL de sulfato de condroitina. De 
cada tubo, foram transferidos 50 µL do diluído para novos microtubos. 
 Microtubos contendo 50 µL das alíquotas dos padrões, as amostras de tecido e o 
branco (guanidina-HCl 8 M), foram adicionado de 50 µL de solução de guanidina-
HCl 8 M. De modo que o volume final dos microtubos após a adição da guanidina-
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HCl foi de 100 µL. Aos tubos, foram adicionados 50 µL de SAT reagente (ácido 
sulfúrico 0.3% + Triton X-100 0,75%). Os microtubos descansaram por 15 minutos, e 
em seguida, foram adicionados 750 µL de reagente de Alcian Blue, e os tubos 
permaneceram overnight em geladeira (4 °C).  
 Os microtubos foram então centrifugados a 12.000 xg, por 15 minutos, e ao final foi 
descartado o sobrenadante. Para ressuspender o pellet, 500 µL de DMSO foi 
adicionado a cada microtubo que foi mantido em agitação constante por 15 minutos. 
Posteriormente, houve nova centrifugação, a 12.000 xg, por 15 minutos, e 
novamente o sobrenadante foi descartado. Por fim, 500 µL de reagente Gu-Prop-H2O 
foi adicionado às amostras e o pellet foi ressuspendido. As amostras foram 
aliquotadas em placas de 96 poços e prosseguiu-se com a leitura à 605 nm em 
leitora de placa (Modelo Varioskan Flash, Thermo Fisher). Os valores de 
absorbância obtidos foram calculados utilizando a equação da curva padrão. 
5.4.4. Determinação de SDS Residual 
 Para determinação da quantidade de SDS residual presente nas amostras foi 
utilizado protocolo descrito na literatura (ZVAROVA et al., 2016.), previamente, foi 
confeccionada uma curva padrão de detergente, 1 mL da solução de SDS (0,5%) foi 
transferido para um tubo contendo 1 mL de azul de metileno (0,0125%). A partir 
dessa solução, com concentração de SDS 0,25%, foram realizadas diluições em 8 
pontos distintos (0,0019% a 0,25%). Em seguida prosseguiu-se com a leitura das 
diluições em triplicata à 650nm em Espectrofotômetro. 
 Para a verificação de quatro grupos amostrais, controle positivo adulto (tecido  
descelularizado não lavado, AD+), adulto descelularizado (tecido descelularizado 
lavado, AD), controle positivo fetal (tecido descelularizado não lavado, FD+), e 
descelularizado fetal (tecido descelularizado lavado, FD), das amostras previamente 
homogeneizadas em 1 mL de PBS estéril (conforme descrito no item 4.4.4.), fez-se a 
transferência de 5 µL de cada amostra, em triplicata, para microtubos de 2 mL, que 
em seguida foram igualmente adicionados do volume de 495 µL de solução de azul 
de metileno à 0,0125%. As amostras foram agitadas e em seguida deixadas em 
repouso por 30 minutos. Após esse período, foi adicionado 1 mL de clorofórmio 
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(Sigma Aldrich, USA) em cada microtubo. As amostras foram novamente agitadas e 
deixadas em repouso por mais 30 minutos.  
 As amostras foram então aliquotadas em cuba de quartzo para leitura de 
absorbância à 650 nm em espectrofotômetro. Os valores de absorbância obtidos 
foram calculados utilizando a equação da curva padrão.   
5.4.5. Fixação e Processamento Histológico 
 Para a realização de histologia e imuno-histoquímica foram utilizados protocolos 
descritos na literatura (TOLOSA et al., 2003.), os tecidos ósseos bovinos adulto 
controle (AC, nativos, n=5), adulto descelularizado (AD, n=5), fetal controle (FC, 
nativos, n=5) e fetal descelularizados (FD, n=5), juntamente com amostras de 
produto comercial de xenoenxerto convencional de tecido ósseo bovino (Bio, 
OrthoGen®, Baumer, n=5) foram previamente desmineralizados em solução ácido 
nítrico 3% antes de serem fixados em paraformaldeído à 10% tamponado com PBS 
(pH 7,4) por pelo menos 24 horas em geladeira (4 °C).  
 Após fixação, as amostras foram acondicionadas em tubos plásticos de 15mL, 
desidratadas em gradiente crescente de etanol, por 30 minutos cada banho (70%, 
95% e 100%). Em seguida, foram embebidas em solução 1:1 de álcool 100% e 
historesina histológica 2-Hidroxietil Metacrilato (Jung, Germany) durante 12h em 
geladeira (4 °C). Posteriormente, as amostras foram imersas em solução de 
historesina pura, durante 24h à 4 °C. Após o tempo necessário para inclusão em 
resina, o material foi acondicionado em bandejas plásticas contendo resina 
enriquecida com solução de endurecimento por 24 horas à 37 °C. Os blocos de 
resina confeccionados foram taqueados em madeira utilizando meio de montagem 
JET (Clássico, Brasil).  
 Cortes histológicos em 5 µm de espessura para colorações histoquímicas e em 3 
µm para imuno-histoquímica foram realizados em micrótomo manual (Leica 
Biosystems, Germany). Os cortes das amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) foram 
capturados em lâminas de vidro comuns para os procedimentos de histoquímica, e 
em lâminas sinalizadas (Graulab®) para os ensaios de imuno-histoquímica. 
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 Ao fim de todos os protocolos de histoquímica e imuno-histoquímica, a montagem 
das lâminas sempre foi realizada com meio não aquoso p-xylene-bis-(N-pyridinium 
bromide) (DPX, Sigma-Aldrich), assim como a análise do material e captura das 
imagens foi realizada utilizando fotomicroscópio (Olympus® AX70) acoplado com 
câmera digital (Axiocam Erc5s, Zeiss®). 
5.4.6. Análises de Histologia e Imuno-Histoquímica 
5.4.6.1. Hematoxilina e Eosina (HE) 
 As lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm foram submersas em hematoxilina 
de Harris por 1 minuto, em seguida foram lavadas em água corrente por 5 minutos e 
imersos em eosina alcoólica por 10 minutos. Após a coloração, as lâminas foram 
submetidas lavagem extensiva em água corrente para remoção do excesso de 
corantes e secas em estufa a 37 °C.  
5.4.6.2. Picrosirius 
 As lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm foram submersas em solução de 
ácido pícrico saturada com Direct Red 80 (Sigma Aldrich, USA) por 24 horas à 37 
°C. Após a coloração, as lâminas foram submetidas lavagem extensiva em água 
corrente para remoção do excesso de corantes e secas em estufa a 37 °C. 
5.4.6.3. Ácido Periódico de de Schiff (PAS) 
 As lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm foram submersas em uma solução 
de ácido periódico à 1% durante 30 minutos à 56 °C. Em seguida foi realizada 
lavagem em água corrente por 10 minutos. Após a lavagem, as lâminas foram 
incubadas em Reativo de Schiff, por 20 horas em geladeira (4 °C). Após a coloração, 
as lâminas foram submetidas lavagem extensiva em água corrente para remoção do 
excesso de corantes e secas em estufa a 37 °C. 
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5.4.6.4. Alcian Blue 
5.4.6.4.1. Alcian Blue pH 0,5 
 As lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm em água destilada, e as soluções 
de ácido clorídrico 0,2 N e Alcian blue 1% (em ácido clorídrico 0,2 N, pH 0,5), foram 
previamente ambientadas em estufa (65 C) durante pelo menos 30 minutos.  
 Após ambientação, as lâminas com cortes foram imersas em solução de ácido 
clorídrico 0,2 N (65 °C) durante 30 minutos, em seguida foram transferidas para 
solução Alcian blue 1% (em ácido clorídrico 0,2 N, pH 0,5) por mais 3 horas. Por fim, 
as lâminas foram imersas em água destilada (65 °C) para remoção do excesso de 
corante e posteriormente secas em estufa a 37 °C.  
5.4.6.4.2. Alcian Blue pH 2,5 
 As lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm em água destilada, e as soluções 
de ácido acético 3% e Alcian blue 1% (em ácido acético 3%, pH 2,5), foram 
previamente ambientadas em estufa (65 °C) durante pelo menos 30 minutos.  
 Após ambientação, as lâminas com cortes foram imersas em solução de ácido 
acético 3% (65 °C) durante 60 minutos, em seguida foram transferidas para solução 
Alcian blue 1% (em ácido acético 3%, pH 2,5) por mais 24 horas. Por fim, as lâminas 
foram imersas em água destilada (65 °C) para remoção do excesso de corante e 
posteriormente secas em estufa a 37 °C. 
5.4.6.5. Tricrômios de Koneff e Masson  
 Para coloração de tricrômio de Koneff, lâminas confeccionadas com cortes de 5 µm 
foram previamente incubadas em alúmen de ferro 5% (5 minutos). Em seguida, 
foram submetidas a banhos subsequentes em hematoxilina de Harris (1 minuto), 
água destilada (5 minutos), verde de metila 1% (em glicerina, 20 minutos), água 
destilada (5 minutos), solução azul de anilina/ácido oxálico/fosfomolíbdico (azul de 
anilina 0,18% + ácido oxálico 0,7% + ácido fosfomolíbdico 5%, 20 minutos), água 
destilada (5 minutos), alúmen de ferro 5% (10 minutos), ácido oxálico 5% (10 
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minutos) e por fim, lavagem extensiva em água corrente para remoção do excesso 
de corantes e secagem em estufa a 37 °C. 
 Para coloração de tricrômio de Masson, lâminas confeccionadas com cortes de 5 
µm foram previamente incubadas overnight em fixador de Bouin. Em seguida, foram 
submetidas a banhos subsequentes em hematoxilina de Harris (1 minuto), água 
destilada (5 minutos), fucsina ácida (10 minutos), água destilada (5 minutos), 
solução fosfotúngstica/fosfomolíbdico (ácido fosfotúngstico 5% + ácido 
fosfomolíbdico 5%, 10 minutos), azul de anilina acética (azul anilina 1% + ácido 
acético 1%, 10 minutos), água destilada (5 minutos), ácido acético 3% (5 minutos) e 
por fim, lavagem extensiva em água corrente para remoção do excesso de corantes 
e secagem em estufa a 37 °C. 
5.4.6.6. Imuno-histoquímica 
 Inicialmente, lâminas com cortes de 3 µm foram submetidas ao processo de 
remoção de resina em banhos subsequentes em Toluol (20 minutos), Xilol (20 
minutos), Acetona (10 minutos), seguidos de reidratação em banhos de 5minutos de 
duração em gradiente decrescente de etanol (100%, 70%, 50%, 30%) e por fim em 
água destilada. 
 As lâminas previamente preparadas foram acondicionadas em cuba de plástico 
contendo tampão citrato pH 6,0 (Spring Bioscience® Germany) e levadas ao micro-
ondas por 15 minutos para recuperação antigênica. A cuba foi resfriada em 
temperatura ambiente durante 20 minutos. Posteriormente prosseguiu-se com 3 
banhos de 5 minutos em TRIS pH 7,4. Em seguida, as lâminas foram secas 
individualmente com papel de filtro, e foi realizada delimitação dos cortes com 
caneta hidrofóbica (Sigma-Aldrich, USA). A etapa seguinte, denominada bloqueio de 
peroxidase endógena, foi realizada utilizando peróxido de hidrogênio em câmara 
úmida por 20 minutos à temperatura ambiente, e em seguida repetiu-se as etapas de 
3 banhos em TRIS durante 5 minutos. Posteriormente, foi realizada a etapa 
denominada de bloqueio de proteína, utilizando bloqueador em câmara úmida, à 
temperatura ambiente, por mais 20 minutos. Após a finalização da etapa de 
bloqueio, escorreu-se o bloqueador das lâminas e foi adicionado sobre cada corte o 
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volume de 40 µL de anticorpo primário anti-fibronectina (AB2413, Abcam®) na 
diluição de 1:100. As lâminas com anticorpo foram incubadas overnight em câmara 
úmida. As lâminas foram novamente submetidas a 3 banhos em TRIS e 
posteriormente incubadas em anticorpo secundário conjugado ao polímero HPR 
(Nichirei Biosciences Inc., Japão). Por fim, para revelação da reação foi utilizado 
DAB líquido (Spring Bioscience®, Germany), as lâminas foram lavadas em água 
corrente e desidratadas em álcool para posterior montagem.  
5.4.7. Análise de Microscopia Eletrônica de Varredura 
 As amostras representativas (AC, AD, FC, FD e Bio), medindo 0,6cm de diâmetro e 
0,2 cm de espessura, em triplicata, foram fixadas (glutaraldeído 2,5% + formaldeído 
2%) em solução tamponada (Cacodilato 0,1mol/L) por 24 horas e posteriormente 
lavadas em tampão Cacodilato (0,1 mol/L; pH 7,2-7,4) para pós-fixação em solução 
de ferrocianeto de potássio 1,25% e Tetróxido de Ósmio 1,0% tamponadas 
(Cacodilato 0,1mol/L) por uma hora a temperatura ambiente. Após a pós-fixação, as 
amostras foram novamente lavadas com tampão cacodilato 0,1M. As amostras 
foram desidratas em gradiente crescente de etanol (0, 30, 50, 70, 90 e 100%) por 30 
minutos cada banho e levadas para secagem em ponto crítico (Autosandri-815, 
Tousimis) e posterior cobertura de ouro em metalizador (Desk V, Denton Vaccum). 
Para visualização das amostras, determinação da composição elementar por energia 
dispersiva de raios X (EDS), e captura de imagens, foi utilizado microscópio 
eletrônico de varredura (Jeol, JEM6610 LV operado a 20KV com filamento de 
Tungstênio), equipado com detector de raios X (Bruker XFlash 6/10). 
5.4.8. Análise Estatística 
  A análise estatística foi realizada no programa GraphPad Prism Versão 7.0.1 
(GraphPad Software; San Diego, Califórnia, EUA, Versão Completa). Os dados 
foram analisados quanto à normalidade utilizando o teste Shapiro-Wilk. Todos os 
dados apresentados encontravam-se dentro de uma distribuição Gaussiana 
(comparado ao teste de normalidade com α= 0,05). Foi aplicado o teste t de Student 
não pareado para comparação entre dois grupos isoladamente, e para múltiplas 
comparações foi utilizado o teste ANOVA, uma ou duas vias, seguido do post hoc de 
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Tukey. Os resultados das análises foram expressos como média ± erro padrão da 
média (EPM), e foram consideradas significativos quando o valor de p<0,05.  
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6. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
6.1. ANÁLISE DE SUPERFÍCIE DO TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO SUBMETIDO 
A DIFERENTES MÉTODOS QUÍMICOS DE PROCESSAMENTO CONVENCIONAL 
DE XENOENXERTOS – EXPERIMENTO 1 
 Sabe-se que o tecido ósseo é constituído por uma matriz extracelular orgânica e 
inorgânica que pode sofrer alterações morfológicas importantes quando submetida a 
tratamentos químicos ou físicos, principalmente nos processos de preparo e 
produção de biomateriais (TADJOEDIN et al., 2003.). De modo particular, para 
tecidos fetais, em pleno desenvolvimento, ainda não existem trabalhos semelhantes 
que demonstrem a ocorrência ou intensidade dessas alterações. 
 Em função disso, o Experimento 1 (piloto) foi realizado para verificar a forma como o 
osso fetal reage ao ser submetido aos diferentes produtos químicos testados, bem 
como, definir dentre os protocolos de processamento utilizados, qual método 
promove a remoção de maior quantidade de matéria orgânica dos tecidos com 
melhor conservação das estruturas ósseas presentes. 
 O microscópio eletrônico de varredura (MEV) é uma ferramenta eficiente para 
avaliação da superfície de amostras ósseas (CRUZ et al., 2007.). Sendo assim, 
amostras de osso fetal tratadas por imersão em glutaraldeído (GA 0,6%/110 horas), 
hipoclorito de sódio (NaClO 0,5%/110 horas e NaClO 2,25%/90 minutos) e peróxido 
de hidrogênio (H2O2 10%/15 horas e H2O2 10%*/40 horas) foram analisadas 
qualitativamente ao MEV, em cortes transversais e longitudinais, para visualização 
da superfície tecidual apresentada ao fim dos tratamentos. 
 Para melhor demonstração, as imagens capturadas das amostras de diferentes 
tratamentos foram organizadas e apresentadas em pranchas de cortes transversais 
e longitudinais. Nas imagens de cortes transversais (Figura 1), foi possível identificar 
a presença de poros ósseos medindo entre 50 µm e 500 µm de diâmetro em todas 
as amostras. As amostras imersas em GA 0,6% foram as que apresentaram maior 
preservação de estruturas orgânicas do tecido, sendo possível visualizar a presença 
de células distribuídas sobre a matriz mineralizada (Figura 1 - A, B e C). As 
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amostras tratadas em H2O2 10% apresentaram algumas fibras de matéria orgânica 
residual (Figura 1 – J, K e L). Os demais tratamentos apresentaram uma arquitetura 
mineral porosa óssea mais limpa, devido a uma melhor remoção de matéria 
orgânica, não sendo possível a observação de células.  
 
Figura 1 – Imagens obtidas por microscopia eletrônica de varredura de cortes transversais de osso 
fetal bovino tratados por imersão com diferentes agentes químicos. Glutaraldeído 0,6% por 8 horas 
(A, B e C); Hipoclorito de Sódio 0,5% por 110 horas (D, E e F); Hipoclorito de Sódio 2,5% por 90 
minutos (G, H e I); Peróxido de Hidrogênio 10% por 15 horas (J, K e L) e Peróxido de Hidrogênio 10% 
por 40 horas (M, N e O). Barra de escala: 500 µm, 50 µm e 10 µm respectivamente. 
 A análise de cortes transversais demonstra a ação dos agentes químicos apenas na 
superfície das amostras, para verificar as alterações provenientes dos tratamentos 
no interior das amostras, foram analisadas as imagens de cortes longitudinais 
(Figura 2). Nessas, as amostras tratadas em GA 0,6% apresentaram as mesmas 
características já observadas na Figura 1, preservação de estruturas orgânicas e 
presença abundante de células aderidas (Figura 2 - A, B e C). De modo semelhante, 
as amostras de NaClO 0,5% (Figura 2 - D, E e F) também apresentaram grande 
quantidade de tecido e células, demonstrando que o tratamento no interior das 
amostras não foi tão eficiente como na superfície do material (Figura 1- D, E e F). As 
amostras tratadas em H2O2 10%, como já observado na Figura 1, também 
apresentaram algumas fibras de matéria orgânica residual (Figura 2 – J, K e L). Os 
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demais tratamentos apresentaram uma arquitetura mineral porosa óssea mais limpa, 
sem células visíveis, semelhante ao observado na Figura 1.  
 
Figura 2 – Imagens obtidas por microscopia eletrônica de varredura de cortes longitudinais de osso 
fetal bovino tratados por imersão com diferentes agentes químicos. Glutaraldeído 0,6% por 8 horas 
(A, B e C); Hipoclorito de Sódio 0,5% por 110 horas (D, E e F); Hipoclorito de Sódio 2,5% por 90 
minutos (G, H e I); Peróxido de Hidrogênio 10% por 15 horas (J, K e L) e Peróxido de Hidrogênio 10% 
por 40 horas (M, N e O). Barra de escala: 500 µm, 50 µm e 10 µm respectivamente. 
 Ao analisar qualitativamente as imagens das Figuras 1 e Figura 2, os tratamentos 
com NaClO 2,5% e H2O2 10%* foram os que melhor removeram a matéria orgânica 
presente nas amostras. No entanto, o tratamento com NaClO 2,5% pareceu ser mais 
agressivo ao tecido ósseo, pois mesmo ocorrendo durante um curto período (90 
minutos), promoveu maior aspecto de desmineralização na superfície das amostras, 
evidenciadas por diferenças na textura e organização de fibras mineralizadas, pela 
presença de particulado e microfraturas, além alargamento no tamanho dos poros. 
Por outro lado, as amostras de H2O2 10%* apresentaram melhor preservação tanto 
na estrutura da rede porosa quanto na textura da matriz mineral após tratamento. 
 As observações obtidas pela avaliação das imagens ao MEV, apesar de não 
quantitativas, foram capazes de demonstrar diferenças estruturais na matriz óssea 
fetal após tratamento químico, e sugeriram que o protocolo de imersão em H2O2 
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10% por 40 horas, foi o que apresentou melhores resultados entre os testados no 
experimento piloto. 
6.2. ANÁLISE DE SUPERFÍCIE DO TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO SUBMETIDO 
AOS TRATAMENTOS QUÍMICOS COM PERÓXIDO DE HIDROGÊNIO (10% OU 
30%), TRITON X-100 (TRITON 3%) OU DODECIL SULFATO DE SÓDIO (SDS 
0,5%) – EXPERIMENTO 2  
 O desenvolvimento de biomateriais a partir de xenoenxertos ósseos, 
convencionalmente, ao longo do tempo, tem ocorrido a partir da desproteinização 
em agentes oxidativos como o peróxido de hidrogênio (H2O2) (BI et al., 2013; 
HOLZAPFEL et al., 2013.).  
De modo mais recente, o desenvolvimento de matrizes ósseas descelularizados 
mais promissores tem sido amplamente pesquisado a partir do processamento de 
ossos em detergentes como Triton X-100 e SDS, mas até o momento,  ainda não 
foram encontrados na literatura trabalhos semelhantes que tenham comparado, ou 
pelo menos investigado, a utilização desses métodos para o processamento de 
ossos fetais.(GRUSKIN et al., 2012; BENDERS et al., 2013; CHENG; SOLORIO; 
ALSBERG, 2014.).  
 Em função disso, e com base nos resultados observados no experimento piloto 
(Experimento 1), foi realizado o Experimento 2 para comparar a ação de métodos 
desproteinizantes (peróxido de hidrogênio 10% ou 30%) e descelularizantes (Triton 
3% ou SDS 0,5%) no tratamento de ossos fetais para desenvolvimento de 
arcabouços de tecidos.  Apesar de não ter configurado entre os métodos testados no 
experimento piloto, o protocolo utilizando 30% de peróxido de hidrogênio foi incluído 
nessa investigação por ter sido descrito como um método eficiente para tratar tecido 
ósseo extraído de tíbias bovinas adultas(LEI et al., 2015.).   
 As amostras do Experimento 2 foram analisadas qualitativamente ao MEV e ao 
estereomicroscópio para visualização da superfície tecidual apresentada ao fim dos 
tratamentos. As imagens capturadas de cortes longitudinais e transversais das 
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diferentes amostras tratadas, assim como no Experimento 1, também foram 
organizadas em pranchas para apresentação. 
Nas imagens de cortes transversais (Figura 3), foi possível observar a presença 
abundante de matriz tecidual mineral e orgânica que recobriam os poros ósseos das 
amostras controle (Figura 3 – A, B e C). Assim como, em diferentes proporções 
entre os diferentes tratamentos, também se verificava a ausência de matriz 
depositada ou a melhor visualização dos poros do tecido (Figura 3 – D a O). Em 
comparação com as amostras controle, dentre os métodos testados, as amostras 
tratadas com H2O2 30% foram as que demonstraram menor capacidade de 
remoção de tecido orgânico presente e menor visualização dos poros (Figura 3 – G, 
H e I). As amostras tratadas com H2O2 10% (Figura 3 – D, E e F) e TRITON 3% 
(Figura 3 – J, K e L) tiveram desempenho parecido quanto a presença de matéria 
orgânica remanescente, no entanto, as amostras tratadas em Triton X-100 
pareceram apresentar textura de matriz mineral mais lisa e íntegra do que as 
tratadas com peróxido de hidrogênio, que apresentaram uma matriz mineral com 
superfície mais corroída. O tratamento com SDS 0,5% foi o que apresentou menor 
quantidade de tecido remanescente, bem como, maior número de poros vazios 
visíveis e textura de matriz mineral aparentemente conservada (Figura 3 – M, N e 
O). 
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Figura 3 – Imagens obtidas por microscopia eletrônica de varredura de cortes transversais de osso 
fetal bovino tratado com diferentes agentes químicos por imersão sob agitação orbital (300 rpm). PBS 
(0,1M pH 7,4) por 8 horas (A, B e C); Peróxido de Hidrogênio 10% por 40 horas (D, E e F); Peróxido 
de Hidrogênio 30% por 8 horas (G, H e I); Triton 3% por 72 horas (J, K e L) e Dodecil Sulfato de 
Sódio 0,5% a 72 horas (M, N e O). Barra de escala: 500µm, 100µm e 100µm respectivamente. 
 Nas imagens de cortes longitudinais (Figura 4), representativas do aspecto do 
tecido no interior das amostras, todos os métodos de processamento testados 
apresentaram algum grau de remoção de matéria orgânica quando comparados com 
as amostras controle em PBS (Figura 4 – A, B e C). As amostras tratadas com H2O2 
30% foram as que se destacaram negativamente por apresentarem áreas de intensa 
corrosão da matriz e menor manutenção da arquitetura trabecular do tecido (Figura 
4 – G, H e I). Nos demais tratamentos, todas as amostras apresentaram estrutura 
trabecular preservada, no entanto, as amostras tratadas em soluções 
descelularizantes TRITON 3% (Figura 4 – J, K e L) ou SDS 0,5% (Figura 4 – M, N e 
O), nas imagens, pareceram apresentar superfície mais homogênea, com textura da 
matriz mineral mais preservada, menor quantidade de fragmentos, fraturas e 
aspecto de corrosão do que as amostras tratadas com peróxido de hidrogênio 10% 
(Figura 4 – D, E e F). Entre os métodos descelularizantes, a textura da matriz 
remanescente de amostras tratadas em SDS pareceu mais homogênea do que as 
tratadas em TRITON.  
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Figura 4 – Imagens obtidas por microscopia eletrônica de varredura de cortes longitudinais de osso 
fetal bovino tratado com diferentes agentes químicos por imersão sob agitação orbital (300 rpm). PBS 
(0,1M pH 7,4) por 8 horas (A, B e C); Peróxido de Hidrogênio 10% por 40 horas (D, E e F); Peróxido 
de Hidrogênio 30% por 8 horas (G, H e I); Triton 3% por 72 horas (J, K e L) e Dodecil Sulfato de 
Sódio 0,5% a 72 horas (M, N e O). Barra de escala: 1 mm, 500µm e 100µm. 
 De maneira complementar, foi possível observar com mais detalhes as amostras em 
imagens transversais e longitudinais realizadas em estereomicroscópio (Figura 5). 
Em comparação com amostras controle imersas em PBS (Figura 5 – A, B e C), foi 
possível perceber que as amostras tratadas com SDS 0,5% (Figura 5 – M, N e O) 
foram as que apresentaram menor quantidade de tecido remanescente, levemente 
transparente, e melhor preservação da arquitetura do tecido nativo, com tamanho de 
poros mais homogêneos. As imagens de amostras imersas em TRITON 3% (Figura 
5 – J, K e L) revelaram pouca presença de tecido orgânico remanescente, porém, 
em sua arquitetura, o diâmetro dos poros visualmente pareciam maiores. Nas 
amostras tratadas em H2O2
 
10% (Figura 5 – D, E e F) e H2O2
 
30% (Figura 5 – G, H 
e I), além da presença abundante de tecido orgânico oxidado também parecia haver 
mais espaço entre as trabéculas.  
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Figura 5 – Imagens obtidas por estereomicroscópio de cortes transversais (A, B, D, E, G, H, J, K, M e 
N) e longitudinais (C, F, I, L, O) de osso bovino tratado com diferentes agentes químicos por imersão 
sob agitação orbital (300 rpm). PBS (0,1M pH 7,4) por 8 horas (A, B e C); Peróxido de Hidrogênio 
10% por 40 horas (D, E e F); Peróxido de Hidrogênio 10% por 8 horas (G, H e I); Triton 3% por 72 
horas (J, K e L) e Dodecil Sulfato de Sódio (SDS) 0,5% por 72 horas (M, N e O). Barra de escala: 1,0 
mm, 0,5 mm e 0,5mm respectivamente. 
 
 A arquitetura tecidual das amostras tratadas em SDS 0,5% neste experimento foi 
muito semelhante à encontrada em ossos fetais humanos em terço final de gestação 
avaliados por PAZZAGLIA et al.(2016).  
  
 As observações obtidas pela avaliação das imagens ao MEV e ao 
estereomicroscópio no Experimento 2, apesar de não quantitativas, foram capazes 
de demonstrar diferenças de superfície tecidual entre os diferentes métodos de 
processamento testados para matriz óssea fetal. A partir dessas observações e 
visando o desenvolvimento de um arcabouço ósseo, foi verificado que os métodos 
descelularizantes testados se mostraram mais eficientes para tratar amostras de 
osso fetal do que métodos convencionais desproteinizantes. Também foi definido 
que, entre as soluções descelularizantes testadas, o protocolo de tratamento em 
SDS 0,5% foi o que apresentou melhor manutenção da arquitetura original do tecido 
ósseo fetal.  
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6.3. DESCELULARIZAÇÃO DE TECIDO ÓSSEO FETAL BOVINO EM SOLUÇÃO 
SDS 0,5% – EXPERIMENTO 3 
 Apesar de constantes avanços em pesquisas de bioengenharia tecidual, e de haver 
demanda clínica mundial para a produção de enxertos ósseos de maior potencial, 
até o momento, ainda não foi possível produzir uma terapia convincente para a 
regeneração do tecido ósseo. Na prática, ainda não existem produtos ou dispositivos 
adequados que sejam capazes de superar a eficácia clínica de enxertos ósseos 
convencionais (SHRIVATS; MCDERMOTT; HOLLINGER, 2014.).  
 Nos últimos anos, essa busca incessante por novas alternativas eficazes para a 
regeneração óssea, deu origem a várias possibilidades que podem ser clinicamente 
impactantes, mas de modo especial, a possibilidade de utilização de arcabouços de 
matrizes teciduais descelularizadas, finamente preservadas, podem ser 
consideradas um marco para a próxima geração de biomateriais que estão sendo 
desenvolvidos (LI et al., 2015.).  
Os protocolos de descelularização óssea normalmente encontrados na literatura, e 
sua maioria, foram todos padronizados ou destinados a tecidos maduros adultos, 
que possuem composição de matriz extracelular diferente daquela encontrada em 
tecidos fetais ou neonatais (BENDERS et al., 2013.). 
Com intuito de desenvolver um método de descelularização que permitisse produzir 
um biomaterial de tecido ósseo próprio da matriz descelularizada fetal, este estudo 
investigou a possível utilização de ossos fetais bovinos tratados em detergente 
iônico SDS na concentração 0,5%, protocolo adaptado de um método de 
descelularização descrito para cartilagem de disco intervertebral suíno (XU et al., 
2014.).  
Os ossos fetais bovinos foram escolhidos como objeto da pesquisa por estarem 
amplamente disponíveis como material de descarte em abatedouros frigoríficos, e 
também por apresentarem desenvolvimento, morfologia e composição tecidual, 
semelhantes a do tecido ósseo humano em desenvolvimento, durante o crescimento 
ou durante a formação de calo ósseo na cicatrização de fraturas (SCHINDELER et 
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al., 2008; KOVACS, 2014; PERDIKOURI; TÄGIL; ISAKSSON, 2015; PAZZAGLIA et 
al., 2016.). 
 Para efeito de confiabilidade da descelularização, a literatura descreve a 
necessidade de se utilizar parâmetros específicos de avaliação da microestrutura 
tecidual. O primeiro parâmetro que deve ser avaliado é a confirmação de ausência 
de núcleos e detritos celulares por coloração histoquímica de hematoxilina e eosina 
(HE), seguido, da quantificação de conteúdo remanescente de material genético por 
meio de técnicas de biologia molecular (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; 
SHIRAKIGAWA; HIROYUKI, 2017.).  
 Em nosso estudo, as imagens das amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) coradas pelo 
método de coloração histoquímica em HE foram apresentados na Figura 6. Como 
esperado, após o processo de descelularização, os núcleos e detritos celulares que 
eram observados nas amostras controle (AC e FC) não foram mais identificados nas 
amostras descelularizadas (AD e FD), de maneira semelhante ao observado no 
biomaterial (Bio). Foi possível verificar também a evidente marcação basofílica da 
matriz cartilaginosa presente nas amostras fetais (FC e FD), que demonstra as áreas 
compostas por substâncias de matriz pré-óssea dos centros de ossificação. 
 
Figura 6. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com hematoxilina e 
eosina (HE). Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado – AD (C e D), fetal controle – FC (E 
e F), fetal descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – Bio (I e J). Barra de escala: 50 µm. 
 De acordo com a literatura, a quantificação de DNA remanescente é considerada o 
padrão ouro para confirmação de descelularização. Inicialmente, foi estabelecido 
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que os tecidos descelularizados não deveriam apresentar quantidade de DNA 
superior a 50 ng/mg de tecido seco (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011.), no 
entanto, a verificação do valor absoluto de material genético remanescente ainda 
não é consenso entre os pesquisadores. De modo mais recente, foi recomendado 
que o conteúdo remanescente de DNA deveria ser avaliado com base no peso 
úmido das amostras, uma vez que o peso do tecido é alterado por remoção de 
células durante a descelularização (SHIRAKIGAWA; HIROYUKI, 2017.). Embora 
haja esta indecisão, é imprescindível que a verificação de DNA residual seja 
realizada de alguma forma, e que a comparação entre diferentes trabalhos sempre 
ocorra a partir de métodos semelhantes (BRUYNEEL; CARR, 2017.). 
 Os trabalhos que investigam a descelularização de tecido ósseos, comumente tem 
expressado resultados de DNA em percentual remanescente ou em concentração 
corrigida por peso seco de amostra (KHEIR et al., 2011; SAWKINS et al., 2013.).  
 No presente estudo, os resultados da determinação de conteúdo de DNA das 
amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) foram apresentados na Figura 7. 
 
 
Figura 7. Concentração de DNA em ng/mg de tecido seco dos diferentes grupos. Fetal Controle (FC, 
n=5), Fetal Descelularizado (FD, n=5), Adulto Controle (AC, n=5), Adulto Descelularizado (AD, n=5) e 
Biomaterial (BIO, n=5). Os dados estão expressos em média ± EPM; (*p<0,05 descelularizados vs 
respectivos controles; #p<0,05 descelularizados vs biomaterial; ANOVA de uma via).   
 Com base nos resultados, é possível afirmar que o protocolo de descelularização 
utilizado foi capaz de promover intensa descelularização no tecido fetal. Quando 
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comparamos os valores de DNA das amostras fetais controle (FC = 3458 ± 836,6 
n=5) e descelularizada (FD = 132,5 ± 17,3 n=5), verificamos uma redução 
significativa (p = 0,0005) de aproximadamente 96,2% de DNA para o tecido fetal. 
Estes valores de DNA encontrados em nossos estudos são semelhantes aos 
descritos por Kheir et al. (2011), no entanto, estes pesquisadores trabalharam com 
ossos e cartilagem de suínos adultos.  
 Os resultados da comparação entre as amostras adultas controle (AC = 408 ± 53 
n=5) e descelulariza (AD = 173,7 ± 25,1 n=5) também foram significativos (p= 
0,0007), no entanto, revelaram uma menor capacidade de descelularização, com 
redução de 57,4% de DNA (em média). Esta observação pode estar relacionada ao 
menor grau de porosidade e maior nível de mineralização dos tecidos adultos, que 
pode ter dificultado a ação do detergente para remoção das células.   
 O tecido nativo adulto (AC) apresentou menor conteúdo de DNA do que o nativo 
fetal (FC), esta observação também pode estar relacionada com o tipo de amostra 
coletada do osso adulto, pois sendo mais compacto e mineralizado, menos 
trabecular e poroso, pode apresentar menor conteúdo orgânico, sangue e células, 
do que o osso fetal (LEI et al., 2015.). 
 Surpreendentemente, as amostras descelularizadas (FD e AD) apresentaram 
quantidade de DNA residual significativamente menor (p<0,0001 e p<0,0001, 
respectivamente) do que a apresentada pelo biomaterial comercial (BIO = 899,5 ± 
62,7 n=5). Segundo informações presentes no rótulo do produto, o dispositivo 
comercial que testamos é produzido com material de região óssea trabecular de 
ossos adultos e contém cerca de 20% a 30% de matéria orgânica nativa presente, 
mas apesar de informar que se trata de um produto estéril e acelular, não faz 
qualquer referência sobre a possível quantidade de DNA residual presente. 
 A comparação qualitativa de tecidos fetais e adultos pode ser realizada 
morfologicamente pela avaliação de características estruturais ou de composição da 
matrix extracelular em colorações histoquímicas. Para o tecido ósseo, as colorações 
de Tricrômios de Koneff e Masson são particularmente interessantes, pois são 
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capazes de demonstrar a presença substâncias e matrizes pré-ósseas (TOLOSA et 
al., 2003.).  
 As imagens das amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) coradas em Tricrômios de Koneff 
e Masson, respectivamente, foram apresentados na Figura 8. 
 
Figura 8. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com tricrômio de 
Koneff ou Masson. Adulto controle – AC, Koneff (A) e Masson (B); adulto descelularizado – AD, 
Koneff (C) e Masson (D); fetal controle – FC, Koneff (E) e Masson (F); fetal descelularizado – FD, 
Koneff (G) e Masson (H); e biomaterial comercial – Bio, Koneff (I) e Masson (J).  Barra de escala: 50 
µm. 
 
 Nas imagens de Koneff pode-se identificar em azul escuro o conteúdo celular e 
cartilagem proliferante, em azul claro o osso, e em verde remanescentes de matriz. 
A coloração de Masson corou em vermelho o citoplasma e conteúdo celular, em 
rosa o tecido ósseo mineralizado e em azul claro fibras de colágeno, matriz óssea 
não mineralizada e matriz cartilaginosa. Nas amostras fetais (FC e FD) é possível 
perceber no interior do osso mineralizado, regiões de área mais escura (Koneff) ou 
clara (Masson) de matriz cartilaginosa (pré-óssea) dos centros de ossificação. 
 Um dos principais propósitos da produção matriz extracelular descelularizada (ECM) 
como biomaterial para a regeneração tecidual é apoiar e facilitar as funções 
fisiológicas necessárias no local da lesão. Em geral, além de não gerar resposta 
imune, devem ser capazes de fornecer estrutura ideal para a migração e 
especialização da população de células regenerativas, bem como permitir o 
sequestro de componentes e fatores de crescimento locais. Este suporte 
multidimensional age favorecendo a capacidade de fixação, de ancoragem, de 
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diferenciação, de proliferação e a funcionalidade das células (SAWKINS et al., 
2013.).  
 O colágeno tipo I é o principal constituinte da matriz orgânica extracelular do tecido 
ósseo (mais de 90%), desempenha efeito osteoindutivo e papel estrutural importante 
ao orientar a deposição de matriz mineral de hidroxiapatita, conferindo maior ou 
menor grau de rigidez ao tecido (ALFORD; KOZLOFF; HANKENSON, 2015; LEI et 
al., 2015.).  
 No presente estudo investigamos a manutenção de colágeno nas diferentes 
amostras de tecido ósseo, de maneira qualitativa, através do método de coloração 
histoquímica de Picrosirius, que é uma ferramenta eficaz para demonstrar a 
presença de estruturas colágenas nos tecidos biológicos (TOLOSA et al., 2003.). 
 As imagens de cortes histológicos das amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) corados 
por picrosirius foram apresentados na Figura 9. 
 
Figura 9. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com picrosirius. 
Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado – AD (C e D), fetal controle – FC (E e F), fetal 
descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – Bio (I e J). Barra de escala: 50 µm. 
 A coloração evidenciou em vermelho o conteúdo de colágeno e em amarelo o 
conteúdo celular presentes nas amostras. Como esperado, após o processo de 
descelularização, nas amostras AD e FD foi observada a ausência de coloração 
amarela, que demonstra a remoção de estruturas celulares, e a manutenção da 
preenção de colágeno, de modo semelhante observado em Bio.  
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 Para melhor inferirmos sobre a presença de colágeno em nossas amostras, 
realizamos também a avaliação quantitativa a partir da determinação do aminoácido 
hidroxiprolina. A literatura descreve que a concentração de hidroxiprolina é 
diretamente proporcional a concentração de colágeno presente nos diferentes 
tecidos, numa proporção que pode variar entre 1:8 e 1:14 (GAUZA-WŁODARCZYK; 
KUBISZ; WŁODARCZYK, 2017; IGNAT’EVA et al., 2007.) 
 Foi confeccionada uma curva padrão de hidroxiprolina (R = 0,997) com 
concentrações entre 2,5 e 1.300 µg/mL (Figura 10) para a mensuração do teor deste 
aminoácido presente em nossas amostras. 
 
Figura 10. Curva padrão de hidroxiprolina confeccionada com concentrações entre 2,5 e 1300 µg/mL. 
Valor de R = 0,997. 
Os valores obtidos da determinação de hidroxiprolina em nossas amostras foi 
demonstrado na Figura 11.  
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Figura 11. Concentração de hidroxiprolina em µg por mg de tecido seco dos diferentes grupos. Fetal 
Controle (FC, n=5), Fetal Descelularizado (FD, n=5), Adulto Controle (AC, n=5), Adulto 
Descelularizado (AD, n=5) e Biomaterial (BIO, n=5). Os dados estão expressos em média ± EPM; 
(#p<0,05 descelularizados vs biomaterial; †p<0,05 FD vs AD; ANOVA de uma via).    
 Com base nos resultados de amostras fetais controle (FC 113,8 ± 4 n=5) e 
descelularizada (FD 127,1 ± 5,9 n=5), é possível afirmar que o processo de 
descelularização manteve as concentrações de hidroxiprolina (p= 0,1348), 
demonstrando não ter comprometido o conteúdo de colágeno presente na matriz 
extracelular remanescente. Foi possível verificar também que os valores de FD não 
foram significativamente diferentes (p= 0,7446) dos valores apresentados pelo 
biomateial (BIO 133,2 ± 16,4 n=5). Estes valores de hidroxiprolina estão similares 
aos valores encontrados por KHEIR et al. (2011) ao investigarem diversos ciclos de 
descelularização de articulações com SDS 0,1% em material suíno.  
 As amostras de osso adulto controle (AC 95,4 ± 0,9 n=5) e descelularizada (AD 74,6 
± 11,3 n=5) apresentaram menor concentração de hidroxiprolina que as demais. Não 
houve diferença significativa entre as amostras adultas (p= 0,1421), o que 
demonstra preservação da estrutura de colágeno presente após tratamento. Houve 
porém, diferença significante quando foi comparada a amostra AD às amostras FD e 
BIO (p= 0,0193 e p= 0,0097 respectivamente).  
 Mesmo tendo apresentado os menores valores do ensaio, AD ainda demonstrou 
valores de hidroxiprolina muito acima, quase o dobro, dos resultados relatados por 
WANG et al. (2015) após desproteinização de ossos esponjosos bovino adultos 
tratados com peróxido de hidrogênio e pepsina. 
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 É sabido que a descelularização química a partir de SDS representa um processo 
agressivo ao tecido, que remove só o conteúdo celular mas pode também promover 
alterações de estrutura, composição e bioatividade na matriz. Isso ocorre por um 
processo de deslocamento de moléculas da matriz, por meio de quebra das 
interações não covalentes presentes entre elas. Quanto maior a concentração de 
detergente utilizada, maior é a probabilidade de serem removidos junto com as 
células outros constituintes importantes de matriz, como moléculas de colágeno, 
glicoproteínas, e principalmente glicosaminoglicanos (FRIEDRICH et al., 2017.).   
 A fibronectina é uma das proteínas não colágenas que compõe a matriz 
extracelular, possui similaridade de molecular com osteonectina que tem a função de 
auxiliar na ancoragem celular à matriz. As imagens das amostras (AC, AD, FC, FD e 
Bio) marcadas pelo método de imuno-histoquímica para fibronectina foram 
apresentados na Figura 12.  
 
Figura 12. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino marcadas com DAB pela 
técnica de imuno-histoquímica para fibronectina. Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado 
– AD (C e D), fetal controle – FC (E e F), fetal descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – 
Bio (I e J). Barra de escala: 50 µm. 
 A marcação com anticorpo anti-fibronectina foi revelada em coloração marrom-
acastanhada, demonstrou a presença desta proteína em todas as amostras 
avaliadas, no entanto, se mostrou menos corada nas amostras de biomaterial 
comercial (Bio), este achado pode estar relacionado com o método de 
processamento deste material, diferentemente das demais amostras nativas ou 
tratadas por SDS. Foi percebido que a marcação para fibronectina ocorreu de 
maneira difusa, por todo o tecido ósseo, isso ocorre pois no tecido mineralizado a 
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fibronectina encontra-se espalhada entre a matriz, geralmente aderidas à rede de 
colágeno onde deposita-se a matriz mineral.   
 Para verificar a manutenção de glicoproteínas constituintes de matriz extracelular 
em nossas amostras, utilizamos um método de coloração histoquímica. As imagens 
das amostras (AC, AD, FC, FD e BIO) coradas com ácido periódico de Schiff (PAS) 
foram apresentados na Figura 13.  
 
Figura 13 – Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com ácido 
periódico de Schiff (PAS). Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado – AD (C e D), fetal 
controle – FC (E e F), fetal descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – Bio (I e J). Barra de 
escala: 50 µm. 
 A coloração rósea-avermelhada presente nas imagens evidencia a presença de 
carboidratos extracelulares e intracelulares presentes. Como esperado, após o 
processo de descelularização, percebe-se clara remoção dos constituintes celulares 
que estavam presentes em AC e FC. As amostras AD e FD mantém apenas leve 
coloração rósea demonstrando a manutenção de constituintes estruturais presentes 
na matriz extracelular, de modo semelhante ao observado em Bio. Nas amostras 
fetais ainda foi visualizada a intensa marcação rósea, de substancias ricas em 
carboidratos, na região de matriz cartilaginosa (pré-óssea) dos centros de 
ossificação.  
 Foi demonstrado na literatura que métodos de descelularização que utilizavam 
soluções a partir de 2% de SDS conseguiram  remover todo o conteúdo de 
glicosaminoglicanos em tecidos cartilaginosos (ELDER; ELESWARAPU; 
ATHANASIOU, 2009.).  
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 Em nosso trabalho, inicialmente verificamos a presença de glicosaminoglicanos 
(GAGs) nas imagens das amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) coradas pelo método de 
coloração histoquímica em Alcian Blue pH 0,5 para GAGs sulfatadas (Figura 14) e 
pH 2,5 para GAGs não sulfatadas (Figura 15).  
 
Figura 14. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com alcian blue pH 
0,5. Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado – AD (C e D), fetal controle – FC (E e F), 
fetal descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – Bio (I e J). Barra de escala: 50 µm. 
 
Figura 15. Imagens de microscopia óptica das amostras de osso bovino coradas com Alcian blue pH 
2,5. Adulto controle – AC (A e B), adulto descelularizado – AD (C e D), fetal controle – FC (E e F), 
fetal descelularizado – FD (G e H) e biomaterial comercial – Bio (I e J). Barra de escala: 50 µm. 
A coloração é capaz de evidenciar em cor azul todo o conteúdo de 
glicosaminoglicanos sulfatadas e não sulfatadas, e em amarelo esverdeado as 
células presentes nas amostras. Na Figura 14 e na Figura 15 houve coloração 
semelhante, após o processo de descelularização, como esperado, nas amostras 
AD e FD (de ambas as imagens) foi observada ausência de coloração amarelo 
esverdeado e a manutenção de leve coloração azulada da matriz extracelular de 
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modo semelhante em Bio. Nas amostras fetais foi evidente a intensa marcação azul 
da matriz cartilaginosa (pré-óssea), rica em glicosaminoglicanos, dos centros de 
ossificação. 
 Para melhor quantificar a quantidade de GAGs presentes em nossas amostras, foi 
realizada a determinação da quantidade de sulfato de condroitina, a partir de uma 
curva padrão (R = 0,997) confeccionada com concentrações entre 3,1 e 400 µg/mL 
(Figura 16).  
 
 
Figura 16. Curva padrão de sulfato de condroitina confeccionada com concentrações entre 3,1 e 400 
µg/mL. Valor de R = 0,997. 
 
 Os valores encontrados para determinação de sulfato de condroitina dos diferentes 
grupos (AC, AD, FC, FD e BIO) foram apresentados na Figura 17. 
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Figura 17. Concentração de sulfato de condroitina em µg/mg de tecido seco dos diferentes grupos. 
Fetal Controle (FC, n=5), Fetal Descelularizado (FD, n=5), Adulto Controle (AC, n=5), Adulto 
Descelularizado (AD, n=5) e Biomaterial (BIO, n=5). Os dados estão expressos em média ± EPM; 
(*p<0,05 descelularizados vs respectivos controles; #p<0,05 descelularizados vs biomaterial; †p<0,05 
FD vs AD; ANOVA de uma via). 
 Com base nesses resultados, podemos inferir que não houve diferença significativa 
(p= 0,0788) entre os as amostras fetais controle (FC 45,2 ± 2,1 n=5) e 
descelularizada (FD 36,9 ± 2,8), demonstrando que o processo de descelularização 
não comprometeu a concentração desse componente na matriz extracelular. Não 
houve diferença (p= 0,6868) também entre a amostra FD e BIO (40,3 ± 7,3 n=5). 
Ocorreu diferença estatística (p = 0,0005) entre as amostras adultas controle (AC 
0,3 ± 0,1 n=5) e descelularizada (AD 11,7 ± 1 n=5), entre as amostras 
descelularizadas AD e FD (p = 0,0185) e também entre as amostras AD e BIO (p= 
0,0104).  
Em nosso estudo, o protocolo proposto para descelularização com SDS 0,5% não 
promoveu perda significativa de glicosaminoglicanos em tecidos fetais. Apesar de 
utilizarmos uma concentração maior de SDS, nossos valores encontrados para 
sulfato de condroitina foram maiores do que os encontrados por  KHEIR et al. (2011) 
(SDS 0,1%). Infelizmente, nossos resultados para glicosaminoglicanos (GAGs) em 
adultos não foram satisfatórios como os fetais. Os valores discrepantes encontrados 
entre as amostras controle e descelularizada sugerem melhor investigação. Apesar 
do valor de GAGs das amostras descelularizadas adultas serem semelhantes aos 
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encontrado por KHEIR et al. (2011), os valores mínimos expressados para as 
amostras adultas nativas não condizem com a realidade, acreditamos que possa ter 
havido algum erro durante o processamento dessas amostras.  
 O SDS é o agente detergente químico mais utilizado para obtenção de arcabouços 
descelularizados, devido a sua grande eficácia, é capaz de remover conteúdo celular 
dos tecidos mesmo em baixas concentrações. Apesar de sua importância e alto 
rendimento, é considerado tóxico e difícil de ser removido pois tem facilidade de 
impregnação na matriz extracelular. Por esse motivo, sua presença deve ser sempre 
levada em consideração, já que concentrações residuais do produto podem ser 
prejudiciais em arcabouços contaminados. A presença de SDS poderia promover a 
morte celular e o desenvolvimento de resposta imune do hospedeiro em uma futura 
aplicação terapêutica dos produtos descelularizado (FRIEDRICH et al., 2017.).  
 De modo geral, exaustivas lavagens são realizadas para garantir que resíduos de 
SDS em tecidos descelularizados sejam mínimos. Em nosso estudo, foram 
realizadas 3 etapas de lavagens, que somadas são equivalentes a 30% do tempo de 
tratamento com detergente. Para verificar a efetividade das etapas de lavagem, 
avaliamos a concentração de SDS presente no interior das amostras antes e após 
serem lavadas.  
 A partir de uma curva padrão (R = 0,998) confeccionada com concentrações de 
SDS entre 0,003% e 0,25% mg/mL, foram mensurados o percentual remanescente 
de detergente presente nas amostras (Figura 18). 
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Figura 18. Curva padrão de SDS confeccionada com concentrações entre 0,0019% e 0,25%. Valor 
de R = 0,998. 
 Os resultados obtidos para determinação de SDS residual das amostras 
descelularizadas pré (Controles +) e pós lavagem (AD e FD) foram apresentados na 
Figura 19.  
 
Figura 19. Percentual de SDS residual (SDS %) presente em amostras de tecido dos diferentes 
grupos. Fetal Controle Positivo (FD+, n=5), Fetal Descelularizado (FD, n=5), Adulto Controle Positivo 
(AD+, n=5) e Adulto Descelularizado (AD, n=5). Dados expressos em média ± EPM, (*p<0,05 
descelularizados vs respectivos controles positivos; †p<0,05 FD vs AD; ANOVA de uma via).  
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 A análise dos valores demonstrou que houve diferença estatística significativa para 
o valor percentual de SDS residual (SDS %) presente nas amostras fetais controle 
positivo (FD+ 0,06 ± 0,006 n=5) e descelularizada (FD 0,03 ± 0,004) com p = 0,0223, 
e também entre amostras adultas controle positivo (AD+ 0,06 ± 0,008 n=5) e 
descelularizada (AD 0,03 ± 0,001 n=5) com p = 0,0342. Houve ainda diferença 
significativa entre as amostras FD e AD (p=0,0007) o que demonstra que a maior 
porosidade de AD permite um maior acúmulo de SDS residual. 
 Com base nas análises, podemos afirmar que a quantidade de SDS final 
encontrada nos tecidos descelularizados (FD e AD) foi de aproximadamente 0,03%. 
Anteriormente às etapas de lavagem, a concentração de SDS nos mesmos tecidos 
era de aproximadamente 0,06%.  Estes resultados demonstram que as etapas de 
lavagem promoveram uma redução de aproximadamente 50% da concentração de 
SDS residual presente nos tecidos após o tratamento químico.  
 A avaliação complementar da estrutura dos tecidos ao MEV pode ser efetiva para 
demonstração da superfície dos arcabouços e para mensuração de parâmetros 
como tamanho de partículas e tamanho de poros que estão diretamente 
relacionados a menor ou maior atividade celular no tecido ósseo. Já se sabe por 
exemplo que a presença de poros com diâmetro superior a 300 µm favorecem a 
vascularização de enxertos, enquanto que entre 50 µm e 300 µm favorecem a 
infiltração e proliferação celular no osso, de modo inverso, a presença de poros com 
diâmetro inferiores a 50 µm não promovem bom desenvolvimento celular (CRUZ et 
al., 2007; ZHANG, X. et al., 2012.). 
 As microanálises por espectroscopia de energia dispersiva de raio X também 
podem fornecer informações relevantes a respeito da composição química de 
matrizes ósseas, principalmente, por revelar a constituição química inorgânica que 
proporcionalmente representa mais de dois terços da constituição das amostras 
(CRUZ et al., 2007.).   
As amostras (AC, AD, FC, FD e Bio) foram analisadas ao MEV. O gráfico contendo 
os espectros de energia dispersiva de raios X (EDS), referentes a determinação da 
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composição elementar das diferentes amostras, e as imagens realizadas, foram 
apresentados na Figura 20.  
 
Figura 20. Gráfico apresentando os espectros de Energia Dispersiva de Raios X normalizados (A), 
referente as diferente amostras de osso avaliadas. Os picos característicos apresentados são: 
Carbono (C), Nitrogênio (N), Oxigênio (O), Fósforo (P) e Cálcio (Ca). Adulto controle (AC) em vinho, 
adulto descelularizado (AD) em verde, fetal controle (FC) em azul, fetal descelularizado (FD) em 
vermelho e biomaterial comercial (Bio) em preto. Imagens de microscopia eletrônica de varredura 
correspondentes aos espectros de EDS, osso adulto controle (B), osso adulto descelularizado (C), 
osso fetal controle (D), osso fetal descelularizado (E) e biomaterial comercial (F). 
Os mapas químicos gerados de cada amostra avaliada por espectroscopia de 
energia dispersiva de raios-X (EDS) também foram reunidos na Figura 21 para 
demonstração. Os mapas químicos amostrais, demonstrados horizontalmente, são 
correspondentes aos espectros de cada amostra, coletados nas micrografias 
Imagem A, G, M, S e Y (Figura 21). Diferentes cores e intensidades representam as 
concentração desses elementos nas amostras. 
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Figura 21. Mapas químicos obtidos por espectroscopia de energia dispersiva de raios-X (EDS) de 
diferentes amostras, correspondentes aos espectros coletados nas micrografias (A, G, M, S e Y). 
Diferentes cores e intensidades representam a concentração desses elementos. Barra de escala: 500 
µm. 
 Os valores médios percentuais normalizados dos elementos químicos identificados 
nas diferentes amostras da Figura 21 foram apresentados na Tabela 1.  
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Tabela 1. Médias e erro padrão da média (EPM) dos elementos químicos identificados por energia 
dispersiva de raios-x (EDS) nas amostras de osso bovino. Adulto controle (AC, n=3), adulto 
descelularizado (AD, n=3), fetal controle (FC, n=3), fetal descelularizado (FD, n=3) e biomaterial 
comercial (Bio, n=3). 
Elementos AC AD FC FD Bio 
Carbono (%) 71,12 ± 3,66 72,31 ± 0,38  26,89 ± 1,87  39,32 ± 6,44 *† 14,83 ± 2,74 # 
Nitrogênio (%) 2,19 ± 0,40 3,24 ± 0,61 7,91 ± 0,25 6,69 ± 0,51 5,46 ± 1,48 
Oxigênio (%) 17,16 ± 0,57 21,42 ± 0,67  34,87 ± 0,54 29,66 ± 4,68 41,69 ± 0,29 # 
Fósforo (%) 3,02 ± 0,84 1,24 ± 0,00  9,06 ± 0,65 7,35 ± 0,78 11,77 ± 1,39 # 
Cálcio (%) 6,51 ± 1,85 1,79 ± 0,43  21,27 ± 2,01 16,99 ± 0,46 †  26,24 ± 2,53 # 
Valores expressos em média ± EPM. (*p<0,05 descelularizados vs respectivos controles; #p<0,05 
descelularizados vs biomaterial; †p<0,05 FD vs AD; ANOVA de duas vias). 
Em nosso trabalho, foram identificados elementos químicos característicos de 
composição da matriz óssea, que se assemelham aos descritos em outros trabalhos 
que investigaram ossos humanos  (GALIA, 2004; CRUZ et al., 2007.). A 
possibilidade de caracterizar melhor a composição do osso fetal pode ser uma 
novidade do nosso trabalho, uma vez que a composição química do tecido pode ser 
alterada ao longo da vida, em função do desenvolvimento e até mesmo da dieta .  
 A taxa de correlação entre as concentrações de cálcio e fósforo (Ca/P) pode ser 
obtida pelo cálculo da razão entre a concentração percentual de cálcio e fósforo, 
respectivamente, encontrada para cada amostra apresentada na Tabela 1. Desse 
modo, efetuados os cálculos, a taxa de correlação entre Ca/P encontrada nas 
amostras foi AC (2,16), AD (1,45), FC (2,35), FD (2,31) e Bio (2,23).  
 Matematicamente, a taxa de correlação Ca/P, pode sinalizar diferentes níveis 
mineralização dos tecidos que podem ser alterados por diversas razões. 
PERDIKOURI; TAGIL e ISAKSSON (2015) relataram que em um mesmo osso, a 
identificação dos elementos pode variar dependendo da região que se é analisada, 
descrevem ainda que a composição química de regiões de cicatrização de fraturas, 
73 
 
 
onde se estabecem os calos ósseos, é diferente daquela encontrada no tecido 
ósseo sadio ao redor. 
Em nosso estudo, os valores percentuais de composição dos elementos químicos 
bem como a taxa de correlação Ca/P encontrados em amostras fetais foram 
semelhantes aos descritos em calo ósseo por PERDIKOURI; TAGIL e ISAKSSON 
(2015). Este fato, permite inferir que o nosso material fetal possui características de 
composição semelhantes as do tecido ósseo cicatricial ou em desenvolvimento.   
Os resultados encontrados em amostras de biomaterial comercial  foram similares as 
descritas em outros estudos que investigaram a caracterização desses dispositivos 
(PETTINICCHIO et al., 2012.). A presença proporcionalmente maior de oxigênio 
pode estar relacionda ao método de processamento do biomaterial, devido a 
utilização de peróxido de hidrogênio.  
 Nossa avaliação para as amostras adultas, foi diferente das descritas por outros 
autores (GALIA, 2004; CRUZ et al., 2007.), em nosso estudo houve uma 
identificação maior de carbono nas amostras, e proporcionalmente, fez com que a 
expressão percentual dos demais elementos fosse reduzida diferindo daquelas 
descritas na literatura. Acontece que por possuírem uma composição mais 
gordurosa, para fixar melhor as amostras adultas nos suportes, foi necessária a 
utilização complementar de de uma cola condutora de carbono, nesse caso, 
acreditamos que a presença da cola possa ter interferido na expressão de carbono 
dessas amostras, no entanto, uma melhor investigação precisa ser realizada para 
confirmar esta suposição.  
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7. CONCLUSÃO 
Os resultados apresentados neste estudo demonstraram a efetiva descelularização 
de tecido ósseo fetal bovino tratado com SDS 0,5%, com redução de 96,2% de 
conteúdo de DNA. A matriz fetal descelularizada produzida manteve características 
estruturais morfológicas semelhantes as observadas no tecido nativo. Houve a 
manutenção de componentes da matriz extracelular óssea como colágeno, 
glicosaminoglicanos e glicoproteínas.   
O mesmo protocolo de descelularização com SDS 0,5%, quando realizado em 
tecidos ósseos adultos bovinos, foi capaz de promover redução considerável de 
DNA presente no tecido (57,4%), mantendo as características estruturais 
morfológicas semelhantes as observadas no tecido nativo, com manutenção de 
componentes da matriz extracelular óssea como colágeno, glicosaminoglicanos e 
glicoproteínas. 
Por fim, quando comparado a um dispositivo de enxerto ósseo comercial 
amplamente utilizado na prática clínica, a matriz descelularizada de tecido ósseo 
fetal produzida demonstrou possuir características morfológicas que lhe candidatam 
como um possível e promissor biomaterial substituto ósseo que poderá ser utilizado 
para fins da bioengenharia de tecidos. No entanto, é necessário que maiores 
investigações sejam realizadas para possibilitar sua aplicação biológica.  
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